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Resumen 
 
La insuficiencia cardíaca  (IC)   es una patología de mal pronóstico  muy prevalente en todo 
el mundo, con más de 20 millones de  afectados a nivel global,  estimándose que 
aproximadamente el 50% de los pacientes habrán fallecido en los siguientes 5 años tras el  
diagnóstico. El trasplante cardíaco (TC)  es  el tratamiento definitivo en la fase final de la 
enfermedad  pero su aplicación está limitada por la escasez de donantes. Los  dispositivos de 
asistencia ventricular son una alternativa al TC pero tampoco están exentos  de 
complicaciones. El diseño de tejidos bioartificiales que puedan reparar o sustituir  miocardio 
dañado es una opción terapeútica teórica en estos pacientes.  
En el año 2008  Ott y Taylor demostraron que es posible obtener una matriz extracelular 
tridimensional decelularizada (MECd) de un corazón completo de rata mediante la perfusión 
anterógrada  de detergentes a través del sistema vascular del órgano.  La matriz acelular  
resultante conserva la estructura tridimensional así como los componentes extracelulares del 
órgano. Otros investigadores han reproducido estos resultados en varios modelos murinos y 
de cerdo.   
Con estos precedentes formulamos la hipótesis de que la decelularización con detergentes 
iónicos (Dodecil Sulfato de Sodio, SDS) aplicada a tejidos cardíacos humanos permite crear 
matrices extracelulares decelularizadas que constituyen un armazón tridimensional, 
perfundible y citocompatible donde es posible la supervivencia y  ordenación de células 
maduras y la supervivencia, ordenación y maduración de células progenitoras.  Los objetivos 
de este trabajo  han sido:   
1. Obtener una matriz extracelular a partir de un corazón humano cadáver no apto para 
trasplante que tenga una geometría tridimensional  y un árbol vascular intacto y análogo  al del 
corazón original mediante la perfusión de un detergente iónico (SDS). 
2. Caracterizar histológicamente el grado de eliminación celular   y cuantificar  la  presencia de 
ADN residual  en la MECd obtenida en comparación con corazones cadáver control.  
3. Estudiar las propiedades mecánicas pasivas de la matriz  mediante el análisis de la relación 
presión-volumen.  
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4. Comprobar la supervivencia y estudiar la ordenación de células progenitoras (células 
mesenquimales de médula ósea humana, hBMSC,  y células progenitoras cardíacas, hCPC) y de 
células diferenciadas (células endoteliales de vena umbilical, HUVEC,  y cardiomiocitos HL-1 y 
H9c2)  sembradas y cultivadas en dos estructuras cardíacas humanas decelularizadas: parches 
de ventrículo izquierdo y  válvula aórtica.  
5. Analizar, mediante la cuantificación de la expresión de genes cardíacos,  la  influencia de la 
matriz  en la diferenciación de células progenitoras cardíacas, (hCPC). 
6. Estudiar el acoplamiento eléctrico de los cardiomiocitos y de las células progenitoras 
(hBMSC y hCPC) en la matriz.  
Para el presente estudio hemos decelularizado 39 corazones humanos procedentes de  
donantes cadáver  que  la ONT  consideró  no válidos  para  trasplante entre mayo de 2010 y 
junio de 2013.   Por vía anterógrada aórtica perfundimos a las arterias coronarias SDS 1%  
durante un período comprendido entre 4 y 8 días.  Analizamos la estructura macroscópica e  
histología  de los corazones decelularizados y el árbol coronario,  cuantificamos  la 
concentración de ADN residual en las matrices y estudiamos  la funcionalidad del sistema 
vascular y las propiedades mecánicas pasivas de la matriz. Trece  corazones no  se 
decelularizaron y sirvieron como controles cadáver. Para valorar la citocompatibilidad,  
sembramos y cultivamos células endoteliales humanas de vena umbilical (HUVEC), 
cardiomiocitos H9c2, cardiomiocitos HL-1, células madre mesenquimales derivadas de médula 
ósea humana (hBMSC) y células progenitoras cardíacas humanas c kit + (hCPCs)  en  parches de 
ventrículo izquierdo decelularizado; también sembramos células HUVEC y hBMSCs  en válvulas 
aórticas decelularizadas. Para analizar el posible efecto de la MECd sobre la diferenciación de 
las hCPCs estudiamos la expresión de varios genes y factores de transcripción cardíacos  a los 
21 días de cultivo, comparándolo con la expresión génica en cultivos de gelatina 
convencionales.  Finalmente se analizó la presencia de actividad eléctrica en cardiomiocitos  
H9c2, HL-1, hBMSC y hCPCs  mediante  técnicas de mapeo óptico.  
Los corazones  se decelularizaron en unos 4 días obteniendo macroscópicamente una 
matriz de aspecto traslúcido que  mantenía la forma del corazón y aproximadamente el 85% 
de la masa original del órgano.  Antes de disecar el corazón, se comprobó la conservación de la 
estructura macroscópica interna y la  funcionalidad de los vasos epicárdicos y del  lecho 
vascular miocárdico. La perfusión de líquido hemático en el tronco coronario izquierdo  
permitió  observar a  simple vista flujo epicárdico demostrando que la matriz es capaz de 
retener sangre en el espacio intravascular. La histología confirmó la pérdida de los 
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componentes celulares incluyendo núcleos y componentes citoplasmáticos de la matriz y del 
sistema vascular.  La cantidad de ADN residual fue inferior al 5%, con una media de 34±29ng  
vs  413±262ng en los corazones control (p<0.001).  En todas las muestras analizadas 
representativas de distintas estructuras cardíacas observamos < 50ng de dsDNA  por mg de 
tejido húmedo. Los análisis histológicos y ultraestructurales con microscopía electrónica 
confirmaron la preservación y orientación de las fibras miocárdicas en la matriz. Las 
propiedades pasivas mecánicas medida con curvas pasivas de presión-volumen pre y post 
decelularización mostraron la característica curva exponencial. Se observó  una mayor  
complianza en el ventrículo izquierdo (VI)  y ventrículo derecho (VD) de las matrices,  (relación 
dP/dV pre y post decelularización para el VI: 0,84 (95% IC: 0,55-1,13) vs 0,12 (0-0,41) mmHg/ml 
p <0,001;  para el VD 0,27 (95% IC: 0,14-0,4) vs 0,12 (0-0,25) p < 0,01).  
En los cultivos de válvula aórtica el comportamiento observado de las HUVECs y hBMSCs 
fue muy similar. Al 6º día de cultivo  se observó una fina monocapa de células en la cara 
valvular depositadas sobre la lámina endotelial y  algunas células en la cara ventricular. Sobre 
parches de miocardio a las 24 horas de sembrado, tanto  las células hBMSC como las células 
hCPC se habían dispersado y  depositado sobre la superficie de la matriz. A las 48 horas 
observamos que las células hBMSC habían aumentado de tamaño y comenzaban a infiltrar la 
MECd. A los 21 días habían infiltrado la matriz  siendo  evidente su aumento de tamaño 
aunque la alineación era incompleta. Las células  hCPC presentaron un comportamiento 
diferente, la infiltración de la matriz fue muy escasa  y no había cambios en cuanto a su 
aspecto o alineación.  Las células HUVEC migraron para localizarse fundamentalmente  en 
torno a los vasos sanguíneos más grandes en el interior de la matriz y en la superficie 
endocárdica de la misma.  Los cardiomiocitos H9c2 y HL1 se adherían a la matriz en las 
primeras 24 horas y comenzaban ya a alinearse. En los días siguientes se observaba una 
organización progresiva y aumento de tamaño y  en el día 21 estaban  organizadas en lo que 
parecían islotes musculares rodeados de matriz. Las únicas células madre que mostraron una 
tendencia similar a organizarse de este modo fueron las células hBMSC, que comenzaron a 
organizarse en el día 21. El crecimiento de células hCPC  en parches de matriz de VI y VD 
promovió mayor regulación de Nkx2.5, TnnT y MYH7 en comparación con las células en el 
cultivo de gelatina. La expresión de genes cardíacos fue mayor en las células cultivadas en 
parches de VI que en los parches de VD. Los  cardiomiocitos H9c2 y HL-1 que parecían haberse 
organizado en fibras similares a las musculares, expresaban conexina 43 in vitro, eran capaces 
de propagar potenciales de acción y mostraron corrientes de calcio transitorias en respuesta a 
estimulación eléctrica. Las células progenitoras hCPC y hBMSC, sin embargo, que no se habían 
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organizado completamente  en la matriz, no generaron corrientes de calcio ni propagaron 
señales eléctricas.  
A la vista de estos resultados, podemos concluir que es factible eliminar las células de un 
corazón adulto humano mediante la perfusión de detergentes iónicos (SDS) dando lugar a una 
matriz tridimensional acelular. Esta matriz mantiene la estructura macroscópica, la 
ultraestructura  y una composición muy similar a la matriz extracelular nativa cardíaca. Por 
otro lado, los vasos epicárdicos y la microcirculación coronaria  se mantienen impermeables 
después del proceso de decelularización. La matriz extracelular cardíaca humana es una 
estructura que permite la adhesión y viabilidad  de las células endoteliales y cardiomiocitos 
diferenciados así como la de las células progenitoras utilizadas en este estudio. La ordenación 
de cardiomiocitos a modo de fibras musculares en el seno de la matriz, así como la expresión 
de conexina 43 y  la observación de acoplamiento eléctrico intercelular  y el alineamiento de 
las células endoteliales alrededor de los vasos, confirma la capacidad que tiene la matriz 
tridimensional cardíaca humana para dirigir y modular el comportamiento de las células 
diferenciadas en su interior. Por otro lado, el aumento de la expresión génica de factores de 
transcripción cardíacos y proteínas sarcoméricas por parte de las hCPCs cuando son cultivadas 
en la matriz  frente a las mismas células en cultivos convencionales, confirma la capacidad de 
la matriz  para inducir diferenciación en células progenitoras. 
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Summary 
 
Heart failure (HF) syndrome is a common cardiac condition, with more than twenty million 
people affected worldwide. Despite improvements in medical and device therapy, the 
prognosis remains poor, and cardiac transplantation is considered the definite treatment for 
end-stage HF though this therapy is actually limited by donor availability and inmunorejection. 
A possible solution is the development of engineered cardiac tissue that can replace damaged 
myocardium or induce endogenous cardiac repair.  
In 2008 Ott and Taylor´s group showed that a tridimensional whole - heart matrix scaffold 
could be generated by removing all cells from a murine´s heart.  For that purpose they carried 
out antegrade coronary perfusion with detergents. The acellular scaffold had intact chamber 
geometry and perfusable vascular architecture.  These contructs were resseded with cardiac 
and endothelial cells.  Other investigators have reproduced these results in several murine 
models and pig hearts.  
We hypothesized that a decellularization protocol with detergents in human cardiac tissues 
might produce a decelularized three-dimensional and perfusable  extracellular scaffold that 
can be reseeded with cells. Survival and alignment of endothelial cells,  cardiomyocytes and  
stem cells is possible within the heart human matrix. The extracellular matrix also enhances 
stem cell differentiation.   
For that purpose we have decellularized 39 cadaveric human hearts with sodium-docecyl-
sulfate  (SDS) for 4-8 days. The hearts were perfused via antegrade flow through the ascending 
aorta. Cell removal and architectural integrity were determined anatomically, functionally, and 
histologically. To asess cytocompatibility, we cultured human umbilical vein endothelial cells 
(HUVECs), H9c2 and HL-1  cardiomyocytes, human cardiac-progenitor cells (hCPC), and human 
bone-marrow mesenchymal cells (hBMSCs) in vitro on decellularised ventricles up to 21 days. 
We also cultured HUVEC cells and hBMSCs on decellularised aortic valves up to 6 days. Cell 
survival, alignment and organization were analysed both in ventricles and aortic valves. Gene 
expression and electrical coupling were analysed in recellularised ventricles and compared to 
conventional 2-dimensional cultures.  
Decellularization removed cells but preserved the three-dimensional cardiac macro and 
microstructure and the native vascular network in a perfusable state. Cell survival was 
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observed on decellularised ventricles and aortic valves for 21 days and 6 days respectively. On 
ventricles, hCPCs expressed cardiomyocyte genes though did not adopt cardiomyocyte 
morphology or organization; HUVECs formed a lining of endocardium and vasculature; this was 
also observed with HUVECs and hBMMSCs on aortic valve. On ventricle, H9c2 and HL-1 
cardiomyocytes organized into nascent muscle bundles and displayed mature calcium 
dynamics and electrical coupling.  
In conclusion, we have shown that decellularization of human hearts is feasible and 
provides a cytocompatible scaffold that retains three- dimensional architecture and 
vascularity. This acellular matrix can be recellularized with parenchymal and vascular cells. 
Differentiated cells organize and show electrical coupling. The acellular scaffold promotes 
cardiomyocyte gene expression in cardiac progenitor cells. We believe that evidence from 
human cardiac whole scaffolds should be translated to xenogenic decellularised constructs for 
clinical applicability.  
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Abreviaturas 
 
5-AZT 5-azacitidina  
AA Aorta ascendente 
AB Arteria braquiocefálica 
AD Aurícula derecha 
ADNc ADN complementario 
AETII Células del epitelio alveolar tipo 2 
AI Aurícula izquierda 
AP Arteria pulmonar 
ARNm ARN mensajero 
ASCs Células madre derivadas del tejido adiposo 
bFGF Factor de crecimiento de fibroblastos 
BMMNCs Células mononucleadas derivadas de la médula ósea  
BMP Proteína morfogenética ósea  
BMP-4 Proteína morfogenética ósea 4 
BMSCs Células mesenquimales derivadas de médula ósea  
bp Pares de bases 
BT Bioingeniería Tisular 
CHAPS 3-[(3-colamidopropilo) dimetilamonio]-1-propano  
CO2 Dióxido de Carbono 
CPHs Células precursoras hematopoyéticas 
DA Arteria descendente anterior 
DAPI 4 ',6-diamino-2-fenilindol 
DiI Octadecilo (C18)-indocarbocianina 
DKK1 Proteína Dickkopf tipo 1 
DMEM Dulbecco's Modified Eagle Medium 
DMSO Dimetilsulfóxido 
dP/dV Derivada de la presión ventricular con respecto al volumen (rigidez) 
dsDNA ADN de doble cadena 
ECGS Endothelial cell growth supplement 
EDTA Ácido etileno diamino tetraacético  
EGTA Ácido etileno glicol tetraacético  
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EPC Células precursoras endoteliales 
ESCs Células madre embrionarias 
FBS Suero fetal bovino 
FITC Isotiocianato de fluoresceína 
GAG Glucosaminoglicanos 
GCSF Factor estimulante de colonias granulocíticas  
H&E Hematoxilina-eosina  
hAFSCs Células madre de líquido amniótico humano 
hBMSCs Células mesenquimales de médula ósea de origen humano 
hCPCs Células residentes progenitoras cardíacas humanas 
hESC Células madre embrionarias de origen humano 
HGF Factor de crecimiento de hepatocitos 
HLA-I Antígeno del complejo mayor de histocompatibilidad tipo I  
HLA-II Antígeno del complejo mayor de histocompatibilidad tipo II 
HUVEC Células endoteliales humanas de vena umbilical 
IC Insuficiencia cardíaca 
IL-10 Interleukina 10 
IL-6 Interleukina 6 
iPS Célula  pluripotente inducida 
iPSC-MSCs  Células mesenquimales derivadas de células iPS 
ITS Insulina-transferrina-selenio 
MAPCs Células progenitoras multipotentes adultas  
MEC Matriz extracelular  
MECd Matriz extracelular decelularizada 
MEF2C Factor potenciador de miocitos 2C 
MIAMI Células inducibles de multilinaje adultas aisladas de médula ósea  
MO Médula ósea 
MP Músculo papilar 
MSCs Células  mesenquimales 
MYH6 Cadena pesada de miosina α 
MYL2 Cadena ligera de miosina 2 
MYL7 Cadena ligera de miosina 7 
NAN3 Acida de sodio  
NE Norepinefrina 
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NK Células natural killer 
OCI Ostium coronario izquierdo 
OCT Tomografía óptica coherente  
ONT  Organización nacional de trasplantes 
PBS  Solución  buffer fosfato 
PCR Reacción en cadena de la polimerasa 
PDGF Factor de crecimiento derivado de plaquetas  
PFA Paraformaldehído 
PMSF Fluoruro de fenilmetilsulfonilo  
PS Penicilina-streptomicina 
PV Relación pasiva presión-volumen 
RAEC Células endoteliales aórticas de rata 
RT-qPCR Reacción en cadena de la polimerasa cuantitativa con transcripción inversa 
SDS Dodecil Sulfato de Sodio 
SEM Microscopio  electrónico de barrido 
SIVd Septo interventricular derecho 
SIVi Septo interventricular izquierdo 
SVF Fracción estromal vascular 
TC Trasplante cardíaco 
TEM Microscopio electrónico de transmisión 
TGFβ Factor de crecimiento transformante beta  
TGFβ1 Factor de crecimiento transformante beta 1 
TNNT2 Gen de la Troponina Cardíaca T 
VAO Válvula aórtica 
VCI Vena cava inferior 
VD  Ventrículo derecho 
VEGF Factor de crecimiento vascular endotelial  
VI Ventrículo izquierdo 
VM Válvula mitral 
VP Válvula pulmonar 
VSELs  Células madre muy pequeñas similar a embrionarias 
VT Válvula tricúspide 
βMHC Gen de la cadena pesada de la beta miosina 
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1.1. Epidemiología de la insuficiencia cardíaca y trasplante cardíaco 
La insuficiencia cardíaca  (IC)   es una patología  muy prevalente en todo el mundo, 
estimándose en el momento actual más de 20 millones de personas en el mundo con esta 
enfermedad (1). La prevalencia de IC  en pacientes mayores de 65 años alcanza el 10% y podría 
incrementarse hasta en un 46% en las próximas dos décadas en E.E.U.U. (2).   En España, al 
igual que en otros países de nuestro entorno, supone un gran impacto sanitario. Es la primera 
causa de ingreso hospitalario en pacientes de más de 65 años y la cuarta causa de mortalidad 
por causa cardiovascular motivando el 10% de las muertes por causa circulatoria en varones y 
el 16% en mujeres (3). 
La insuficiencia cardíaca es un síndrome clínico complejo que supone la fase final de 
muchas enfermedades cardiológicas. En los últimos años la aparición y la generalización del 
uso de fármacos eficaces para  la IC con función sistólica deprimida (como inhibidores de la 
enzima conversora de angiotensina o betabloqueantes) ha permitido mejorar el pronóstico en 
este subgrupo de pacientes (3). Sin embargo, en la IC con función sistólica preservada, que  
supone ya más del 50% de los diagnósticos (4),  todavía no existe ningún tratamiento que haya 
demostrado mejorar la supervivencia (5, 6). El pronóstico global de la enfermedad continúa 
siendo malo, estimándose que aproximadamente el 50% de los pacientes con IC habrán 
fallecido en los siguientes 5 años tras el  diagnóstico (2).  
La fase final de la enfermedad (insuficiencia cardíaca terminal) es la principal causa de 
muerte de los pacientes (7, 8).   Desde que hace casi 50 años, en 1967,  el Dr. C.Barnard  realizó 
el primer trasplante cardíaco en un humano  esta técnica se ha convertido en el tratamiento 
definitivo,  pero su aplicación es limitada ya que no  todos los pacientes en situación de IC 
terminal pueden beneficiarse de un trasplante. Aparte de las contraindicaciones que pueden 
presentar determinados pacientes y que los convierten en no candidatos,  los potenciales 
receptores se enfrentan al problema de que los órganos disponibles  son limitados.  
España  ha sido y sigue siendo un país pionero a nivel mundial en cuanto a donaciones y 
procedimientos desde que en nuestro país se comenzó a realizar trasplante cardíaco  en el año 
1984, habiéndose realizado hasta el momento actual más de 7.000 procedimientos (9). El 
Registro Español de Trasplante Cardíaco recoge en su último informe 248 trasplantes 
realizados en nuestro país en el año 2013, lo que supone 5,3 procedimientos por millón de 
población (p.m.p) situándonos en una posición privilegiada en relación con otros países de 
nuestro entorno. Esta cifra, sin embargo, ha sufrido un descenso progresivo en la última 
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década, desde el máximo de actividad registrada en el año 2000  con 8,9  trasplantes p.m.p 
realizados (10).   
La tendencia en los últimos años en España es la de una reducción en el número de 
donantes con respecto a la década de los noventa. Su  principal motivo en nuestro país parece 
ser el cambio epidemiológico del perfil de donante, con una reducción muy importante del 
número de donaciones  en relación con traumatismo craneoencefálico por accidente de tráfico 
y un aumento de donaciones en relación con accidente cerebrovascular.  Algunos datos 
reflejan ya esta situación. Así,  en los últimos 5 años se ha observado un aumento claro del 
número de pacientes que continúan en lista cardíaca al final de cada año (9); (Figura 1). La 
probabilidad de trasplante, por otro lado,  ha disminuido de manera muy significativa con 
respecto a la década de los 90. Si en los años 90 el porcentaje de pacientes trasplantados por 
año se situaba en torno al 70% del total de pacientes en lista de espera,  en el año 2013 esta 
cifra fue del 56%, muy similar en los últimos 3-4 años (9); (Figura 2). En la actualidad la 
mediana del tiempo en lista de espera se sitúa en 85 días frente a los 53 días del año 2008. Hay 
que reseñar además que el trasplante cardíaco supone para los pacientes la necesidad de 
terapias de inmunosupresión crónica  con la comorbilidad que ello conlleva.  
Como posibles alternativas al trasplante ya con aplicación clínica se encuentran los  
dispositivos de asistencia ventricular definitivos pero estos dispositivos tampoco están exentos  
de complicaciones.  
El diseño de tejidos bioartificiales que puedan reparar o sustituir miocardio dañado como 
opción terapeútica para pacientes con IC avanzada es una alternativa teórica tanto a la terapia 
de trasplante cardíaco como a los dispositivos de asistencia ventricular. 
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Figura 1. Evolución del número de pacientes en lista de espera cardíaca  en España al final de cada año. Período 
1993-2013. (Tomado de la memoria de actividad de trasplante cardíaco de la ONT 2013. 
http://www.ont.es/infesp/Memorias/Memoria%20trasplante%20cardiaco%202013.pdf) 
 
 
Figura 2. Evolución del porcentaje de pacientes trasplantados por año con respecto del total de pacientes en lista.  
Período 1991-2013. Se observa el descenso progresivo y estancamiento actual con respecto a la década de los 90. 
(Modificado de última memoria de actividad de trasplante cardíaco de la ONT,  2013. 
http://www.ont.es/infesp/Memorias/Memoria%20trasplante%20cardiaco%202013.pdf). 
 
1.2.  El camino hacia la creación de un órgano bioartificial 
Desde la década de los 90 se ha producido un gran desarrollo en el diseño de tejidos 
biológicos que puedan sustituir  o reparar  tejidos u órganos lesionados.  La  Bioingeniería 
Tisular (BT) se estableció oficialmente como disciplina en  la conferencia de Tahoe en el año 
1988. Este término alude a “la aplicación de los  principios y métodos de ingeniería y de 
ciencias de la salud para la comprensión de la relación entre estructura y función de tejidos de 
mamíferos sanos y patológicos y el desarrollo de sustitutos biológicos para restaurar, 
mantener o mejorar la función tisular” (11). Desde el nacimiento de la disciplina se han logrado 
avances muy importantes en medicina regenerativa.   
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El diseño de tejidos bioartificiales  es un proceso muy complejo y diferente para cada  
tejido pero en esencia en  todos los casos es necesario disponer de  un armazón o matriz que 
sirva de soporte y sobre el mismo implantar células que tengan la capacidad de sobrevivir,  
ordenarse y desarrollar las funciones propias del tejido dentro de la matriz.  
Se ha conseguido con éxito diseñar tejidos bioartificiales como vasos sanguíneos (12-17), 
piel (18), submucosa intestinal (19-21), vejiga (22-25), tráquea (26, 27) y válvulas cardíacas (28-
33).  Todos ellos tienen en común que no necesitan una anastomosis directa con la circulación 
del receptor para su aplicación clínica. Estos tejidos se conciben como una matriz en dos 
dimensiones, donde las células implantadas se nutren y reciben oxígeno por difusión mientras 
se va desarrollado un sistema vascular. Sin embargo, el diseño de  órganos bioartificiales más 
complejos no ha sido posible durante muchos años por la dificultad para diseñar un armazón o 
matriz tridimensional que diera soporte a las células.  Esta situación cambió radicalmente en el 
año 2008, cuando Ott y Taylor  demostraron que es posible obtener una matriz tridimensional 
a partir de un corazón cadáver de murino si se eliminan previamente sus componentes 
celulares a través de la perfusión de determinados agentes por el propio sistema vascular del 
órgano (34). Desde entonces, la aplicación y optimización de la técnica de decelularización por 
perfusión en distintos órganos ha permitido crear matrices biológicas de corazón (34-44), 
pulmón (45-66), hígado (67-82), páncreas (83, 84) y riñón (85-94) en distintos modelos  
animales y en algunos casos sobre tejidos humanos.  
1.2.1  El concepto de matriz extracelular biológica 
Desde el punto de vista de la bioingeniería tisular podemos considerar dos tipos de 
matrices o armazones que sirven de soporte para la regeneración de tejidos biológicos: 
1. Matrices diseñadas a partir de una estructura o armazón sintético reabsorbible sobre 
el que se implantan diferentes líneas celulares.  
2. Matrices biológicas obtenidas a partir de tejidos u órganos  en los que se eliminan 
previamente todas las células mediante un proceso de decelularización.  (Matrices 
extracelulares decelularizadas, MECd).   
El diseño de órganos bioartificiales completos requiere una MECd tridimensional que debe 
anastomosarse a la circulación del donante para su funcionamiento.  La decelularización de un 
órgano completo alogénico o xenogénico permite obtener una estructura biológica 
tridimensional acelular que sirve como armazón para implantar células adultas o progenitoras. 
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Varios estudios preclínicos con modelos animales han demostrado  que la presencia de células 
en el seno de estas matrices biológicas dan lugar a la formación de tejido funcional (48, 67). 
Los mecanismos por los cuales la MECd promueve la regeneración de tejido funcional no 
están del todo aclarados, si bien parece existir una “reciprocidad dinámica” entre la MECd y la 
población celular residente en ella (95).  Este concepto se refiere al fenómeno observado de 
que la estructura  y composición de la MECd están en constante cambio en respuesta a la 
actividad de las células implantadas en ella, a las demandas mecánicas del tejido y a las 
condiciones predominantes del microambiente de la matriz.  
Todas las MECd bioartificiales están compuestas esencialmente por diferentes tipo de 
colágeno, glicosaminoglicanos (GAG), fibronectina, laminina, elastina y factores de 
crecimiento. La degradación de muchos de estos compuestos nativos da lugar a la liberación 
de moléculas peptídicas solubles que están implicadas en la regulación de muchas actividades 
biológicas del órgano como procesos de proliferación, migración, diferenciación celular y 
angiogénesis (96-98). Por otro lado, la organización ultraestructural de la matriz modula el 
comportamiento de las células implantadas, regulando su migración, su fijación en 
determinadas localizaciones e influyendo sobre la diferenciación fenotípica en función del 
tejido (46, 48, 99-101). Es decir, en el crecimiento y diferenciación de las células en el armazón 
bioartificial son fundamentales tanto la composición de la MECd como su organización espacial 
tridimensional, específica del  órgano origen,  aunque sigue sin estar claro cuál de los dos 
factores es más importante (102).  
El fenómeno de reciprocidad dinámica entre matriz y células residentes justifica que los 
armazones biológicos decelularizados parezcan estructuras más apropiadas para la 
regeneración tisular de un órgano completo que los materiales sintéticos.  También justifica la 
importancia que tiene  mantener tanto la composición nativa como la ultraestructura y 
estructura macroscópica tridimensional del órgano en el proceso de preparación de la MECd, 
ya que todos los factores proporcionan el microambiente necesario para la fijación, 
proliferación y diferenciación celular, además de dar soporte mecánico a las células residentes.   
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1.2.2. El proceso de decelularización 
La decelularización es el procedimiento que permite eliminar todas las células de un órgano 
con la máxima preservación posible de la composición nativa, la actividad biológica y la 
integridad mecánica de la MECd tridimensional resultante. Durante el proceso de 
decelularización las células son lisadas y se rompen las adhesiones que las mantienen unidas a 
la matriz extracelular. Los lípidos, azúcares, proteínas solubles y ADN celular son eliminados.   
En este proceso es  muy  importante eliminar todos los epítopos antigénicos asociados con 
membranas celulares y con los componentes intracelulares  de los órganos y tejidos para evitar 
una respuesta inmunológica adversa en el receptor. Las proteínas  que constituyen la MECd 
permanecen,  así como muchas moléculas que actúan como señal para guiar la regeneración 
tisular posteriormente. Estas proteínas están altamente conservadas entre especies y son bien 
toleradas incluso por receptores xenogénicos (102).  
En un órgano tridimensional el proceso de decelularización se lleva a cabo mediante la 
perfusión de agentes químicos y/o biológicos  (proteasas y otros agentes no enzimáticos) a 
través del sistema vascular nativo del órgano. La técnica de perfusión se combina con métodos 
físicos como la agitación mecánica,  la congelación y descongelación o la  sonicación. Estas 
técnicas físicas permiten romper las membranas celulares y liberar el contenido intracelular 
facilitando así su eliminación.  Es habitual combinar varios métodos físicos y agentes  entre sí  
para optimizar la eficiencia del proceso para cada tejido y órgano.  Los detergentes son 
posteriormente eliminados mediante múltiple lavados.  Finalmente se esteriliza la matriz 
resultante antes del proceso de recelularización.  
Es importante reseñar que cualquier método de decelularización va a alterar en algún 
grado la composición de la MECd y va a ocasionar cierto grado de disrupción de su 
ultraestructura (103). Aunque numerosos trabajos han demostrado que la técnica en general  
preserva los principales componentes de la matriz extracelular (MEC), también se ha 
observado con algunos protocolos  una reducción significativa de ciertas  proteínas de la MECd 
resultante y de factores de crecimiento en modelos de  corazón (37), pulmón (55, 104), hígado 
o riñón (94). Minimizar estos efectos a la vez que se logra eliminar las células residentes es el 
objetivo del proceso de decelularización. El tiempo para lograr la eliminación de las células de 
un órgano es variable y puede oscilar desde aproximadamente unas horas hasta incluso varias 
semanas.  La figura 3 muestra a modo de ejemplo algunos de los protocolos utilizados para 
diferentes órganos.   
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Figura 3. Algunos de los primeros protocolos de decelularización publicados para corazón, hígado,  pulmón, 
páncreas y riñón.  (Modificado de Badylak et al) Abreviaturas: PBS= solución buffer fosfato.  SDS = Dodecil Sulfato 
de Sodio. EDTA =ácido etileno diaminotetraacético FBS = suero fetal bovino 
 
1.2.2.1 Agentes químicos empleados 
Destaca el empleo de distintos ácidos y bases, soluciones hipo e hipertónicas y distintos 
tipos de detergentes. 
Los ácidos y bases producen degradación hidrolítica de moléculas.  Son buenos agentes 
decelularizantes  ya que solubilizan el componente citoplasmático de las células,  producen 
disrupción de los ácidos nucleicos y desnaturalización de las proteínas.  Sin embargo, a nivel de 
la matriz, pueden dañar y/o eliminar el colágeno (con la consiguiente reducción de la 
resistencia de la MECd). También pueden afectar a los GAGs y eliminar factores de 
crecimiento.  De todos ellos, el ácido peracético es uno de los más utilizados ya que  elimina 
los residuos de ácidos nucleicos ocasionando mínima afectación de la composición y estructura 
de la  MECd (105, 106). 
Las soluciones hipertónicas disocian las moléculas de ADN de las proteínas al romper sus 
interacciones (107). Las soluciones hipotónicas producen lisis celular por efecto osmótico con 
cambios mínimos en la composición y arquitectura de la MECd (108). Para un máximo efecto 
osmótico, los tejidos pueden sumergirse en soluciones hiper e hipotónicas alternativamente a 
Corazón 
(Wainwright 2010)
Congelacion
-80º C      
Perfusión en 
H20 tipo 1 y 
después PBS 
37ºC 2h
0,02% 
Tripsina  
0,05% EDTA 
0,05% NaN3       
4% 
desoxicolato
2h
0,1% acido 
peracético
4% E+OH 1 h
Total ~ 21h
Corazón
(Ott 2008)
10 µM 
Adenosna 15 
min
1% SDS 12h
1% Triton X-
100 30 min
PBS con 
antibióticos 
124 h
Total ~137 h
Pulmón
(Petersen 2010)
8mM 
CHAPS, 1M 
NaCl, 25mM 
EDTA 2h
PBS con 
antibióticos 
90 U/ml 
benzonasa
PBS con 10% 
FBS
Total ~ 5 
semanas
Pulmón
(Ott 2010)
0,1% SDS 
120 min
1% Triton X-
100 10 min
PBS con 
antibióticos 72 
h
Total ~ 74 h
Riñón 
(Ross 2009)
3% Tritón X-
100, Dnasa
Tritón X-100 4% SDS
Hígado
(Uygun 2010)
Congelar -80º 
C 
4ºC PBS 12h
0,01% SDS 
24 h  0,1% 
SDS 24 h  1% 
SDS 24 h  
1% Triton X-
100 30 min
0,1 % Ácido 
peracético 3 
h
Total ~ 88 h
Páncreas 
(Mirmalek-Sani
2013)
1% Tritón X-
100/ 0.1% 
hidróxido de 
amonio  24 h
Lavados con 
PBS 5 días
Total ~ 6 días
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lo largo de varios ciclos. Estas soluciones también ayudan a lavar los tejidos de residuos 
celulares una vez producida la lisis celular.  
Los detergentes iónicos, no iónicos y zwitteriónicos solubilizan las membranas celulares y 
disocian el ADN de las proteínas siendo por tanto muy efectivos en eliminar el material celular 
del tejido (107, 109),  pero también rompen y disocian proteínas de la matriz. La eliminación 
de ADN y de proteínas de la matriz con detergentes es tiempo-dependiente (18, 110, 111) y 
varía en función del tipo de órgano y de la edad del donante (87, 112, 113). La combinación de 
varios tipos de detergentes en el proceso aumenta la pérdida de proteínas de la MECd pero 
también facilita su posterior eliminación una vez completado el proceso de decelularización 
(114, 115).  Entre los más utilizados se encuentran el Tritón X-100 y el Dodecil Sulfato de 
Sodio (SDS).   
El Tritón X-100 es un detergente no iónico eficaz en la eliminación celular de tejidos gruesos 
como conductos valvulares donde otros productos como agentes osmóticos o enzimas son 
insuficientes (116). Esto lleva asociado la pérdida de proteínas de la matriz y la consiguiente 
disminución de respuesta inmunológica adversa in vivo. Los detergentes no iónicos son más 
eficaces en la delipidación de los tejidos que los no iónicos.  
El deoxicolato sódico y el SDS son detergentes  iónicos. SDS  es más eficaz que el Tritón X-
100 en la eliminación celular en los tejidos más densos y órganos tridimensionales completos 
(87, 111, 117, 118). Sin embargo, ello también lleva asociado mayor grado de disrupción de la 
ultraestructura de la MECd (31, 45, 119-121) y posible pérdida de factores de crecimiento 
(122).  
El detergente zwitteriónico3-[(3-colamidopropilo) dimetilamonio]-1-propano (CHAPS) es 
muy eficaz en la decelularización de tejidos finos como pulmón (46) pero es insuficiente para 
tejidos más gruesos, incluso en combinación con otros agentes como SDS (123).                        
Independientemente del tipo de detergente utilizado, es muy importante eliminar cualquier 
residuo del mismo tras el proceso de decelularización mediante múltiples lavados,  ya que 
incluso muy pequeñas concentraciones residuales de estos agentes pueden ser citotóxicas 
(115, 124).  
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1.2.2.2 Agentes biológicos utilizados  
En los protocolos de decelularización se utilizan también distintas enzimas como nucleasas, 
tripsina, lipasa, colagenasa, dispasa, termolisina y α- galactosidasa.  Las enzimas pueden 
eliminar selectivamente distintos componentes celulares y también elementos no deseables 
de la matriz aunque no es posible lograr la decelularización completa de un órgano sólo con 
agentes enzimáticos y además la permanencia de residuos enzimáticos en la MECd puede 
dificultar el proceso posterior de celularización así como aumentar la probabilidad de 
reacciones inmunológicas adversas (103). Las Nucleasas como DNAases y RNAases al 
fragmentar las secuencias de ADN  facilitan la eliminación de nucleótidos  tras la lisis celular 
(46, 110, 118, 119).  Las endonucleasas como la Benzonasa son más efectivas que las 
exonucleasas porque rompen las cadenas de ADN en regiones intermedias y no terminales 
(46).  La Tripsina es una serín proteasa muy utilizada como agente decelularizante. Al igual que 
ocurre con los detergentes, la decelularización mediada por tripsina es tiempo dependiente 
pero el proceso es mucho más lento (33).  Con respecto a la preservación de la matriz en 
comparación con los detergentes, la tripsina conserva mejor los GAGs pero el colágeno y la 
elastina  son más sensibles y tienen resistencia limitada a la misma (30, 31, 114, 125). En 
muchos protocolos de decelularización se utiliza  tripsina como agente inicial, especialmente 
en tejidos densos ya que produce fácilmente disrupción de la ultraestructura tisular facilitando 
así la penetración de otros agentes en un segundo paso (118).   
Entre los agentes biológicos no enzimáticos destaca el empleo de agentes quelantes como 
el ácido etileno diaminotetraacético (EDTA) y el ácido etileno glicol tetraacético (EGTA). Estos 
agentes contribuyen a disociar las células de las proteínas de la matriz y también producen 
disrupciones proteína-proteína  mediante el secuestro de iones de metal. Son insuficientes 
como agentes aislados para la decelularización completa pero se incluyen en muchos 
protocolos asociados a enzimas y/o detergentes.  Los inhibidores de la serin- proteasa como el 
fluoruro de fenilmetilsulfonilo (PMSF), aprotonina y leupeptina  previenen el daño de la MECd 
que puede ocurrir como consecuencia de la liberación de proteasas intracelulares durante la 
lisis celular. También se emplean antibióticos y antimicóticos como penicilina, streptomicina, 
antotericina B y acida de sodio (NAN3) para minimizar la contaminación durante la 
decelularización (103). 
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1.2.2.3 Criterios de decelularización de la matriz 
La eliminación del 100% de los componentes celulares  de un tejido u órgano es muy difícil 
de conseguir.  De hecho,  en las  MECd siempre se detecta una  mínima cantidad de ADN 
residual y otros componentes del núcleo y citoplasma de las células eliminadas.  La presencia 
de material celular residual en la matriz puede originar problemas de citocompatibilidad in 
vitro y respuestas adversas del huésped in vivo (126, 127). Por ello, basándose en los hallazgos 
de estudios en los que in vivo se ha observado una respuesta de remodelado de la matriz a la 
vez que se han evitado respuestas adversas del huésped, Crapo y   colaboradores (103) 
describen los siguientes criterios mínimos para considerar que un tejido u órgano ha sido 
exitosamente  decelularizado:  
1. Cuantificar < 50ng  de ADN de doble cadena (dsDNA) por mg de  MECd (tejido seco o 
húmedo). 
2. La longitud del fragmento de ADN residual  debe ser < 200 pares de bases (bp).  
3. Ausencia de material nuclear visible en cortes histológicos teñidos con 4 ‘,6-diamino-2-
fenilindol (DAPI)  o  con Hematoxilina-eosina (H&E). 
La ausencia de material nuclear se utiliza como criterio de decelularización porque el ADN 
residual se correlaciona directamente con las reacciones adversas del huésped.  Además 
permite comparar fácilmente los diferentes tejidos y órganos decelularizados ya que es un 
componente común en todos ellos  y  es fácilmente cuantificable.  
 
1.2.3. Células  candidatas para  recelularizar el parénquima de la matriz 
Un órgano complejo está esencialmente formado por células parenquimatosas, específicas 
del órgano, células estromales  o de soporte y por un sistema vascular.  La elección del tipo de 
células necesarias para regenerar estos tres componentes y formar tejido biológico funcional 
en el seno de la matriz  es uno de los aspectos cruciales y aún no resuelto en bioingeniería 
tisular. Los principales tipos celulares utilizados para recelularizar el parénquima de MECd 
tridimensionales se describen a continuación. 
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1.2.3.1. Células parenquimatosas adultas 
Para recelularizar una matriz biológica una posibilidad es utilizar las propias células adultas  
maduras de ese órgano, que podrían obtenerse  a partir  una biopsia o de un órgano donante.  
Así, se han utilizado células renales humanas en matrices renales porcinas (90) y  células 
epiteliales y fibroblastos de origen pulmonar en matrices de pulmón (51, 52). Numerosos 
trabajos han utilizado hepatocitos sobre matrices hepáticas decelularizadas con resultados 
muy positivos, demostrando un porcentaje muy  alto de células que perviven en la matriz  y un 
bajo porcentaje de células apoptóticas (67-70, 73). Uygun y colaboradores (67), demostraron 
que las matrices de hígado de rata recelularizadas con hepatocitos in vitro producían albúmina 
y urea; además,  trasplantadas en ratas receptoras, los hepatocitos sobrevivieron durante 8 
horas con mínimos cambios isquémicos. 
Sin embargo,  con la excepción de los hepatocitos, en general las células parenquimatosas 
adultas tienen una capacidad de proliferación muy restringida y es muy complicado 
expandirlas in vitro hasta  obtener células en número suficiente como para regenerar un 
órgano completo.  
1.2.3.2. Células madre 
La célula ideal para regenerar un órgano completo debería tener la capacidad de proliferar 
en número suficiente para repoblar la MECd  y por otro lado ser capaz de diferenciarse en los 
diferentes tipos celulares necesarios para reconstruir el órgano.  El tipo celular  que 
teóricamente cumple mejor estas dos premisas es el de las células madre o progenitoras (stem 
cell en inglés). Una célula madre por definición tiene  capacidad de auto-renovación y además 
es capaz de diferenciarse en otra  célula más especializada. El potencial de diferenciación de 
las células madre varía según el tipo celular pudiendo clasificarlas, de mayor a menor 
capacidad de diferenciación en células madre totipotenciales, capaces de originar un 
organismo completo (tanto tejido embrionario como extra-embrionario); células madre 
pluripotenciales (células que pueden originar las 3 capas germinales del embrión); células 
madre multipotenciales (pueden diferenciarse a tipos celulares derivados de su misma capa 
germinal) y  células madre unipotenciales (su capacidad de diferenciación se restringe  a un 
único tipo celular).  
En función de su origen, además pueden clasificarse en células madre embrionarias, 
células madre fetales y células madre adultas.   
  
13 
 
1.2.3.2. a. Células madre  embrionarias 
Las células madre embrionarias (ESCs, del inglés embryonic stem cells) son células 
obtenidas a partir de la masa celular interna del blastocisto (128). Bajo condiciones adecuadas 
pueden proliferar en grandes cantidades e indefinidamente sin diferenciarse y son células 
pluripotenciales, es decir,  pueden originar las tres capas germinales del embrión  y por tanto 
cualquier línea celular.  Por ser células muy precoces en el desarrollo embrionario carecen de 
modificadores epigenéticos. Sin embargo su empleo está condicionado fundamentalmente por 
cuestiones éticas.  Otros inconvenientes con respecto a su uso son los derivados de la 
inmunogenidad ya que son células de origen alogénico y  la posibilidad de desarrollar 
teratomas si se implantan en un estado muy indiferenciado.  
En bioingeniería tisular, los trabajos realizados con ESCs tienen el objetivo de valorar el 
efecto que ejerce la MECd  sobre la diferenciación celular, habiéndose utilizado en varios 
trabajos  ESCs de ratón y  ESCs humanas sobre matrices de riñón (85, 86, 93), pulmón (48, 92) y 
corazón (38). En general, puede afirmarse que las matrices tridimensionales facilitan la 
diferenciación  de células embrionarias en comparación con medios de cultivo convencionales 
2D  aunque por mecanismos no completamente aclarados.  
1.2.3.2. b.  Células madre fetales 
 Se han empleado células madre de origen fetal en varios modelos animales para 
recelularizar matrices biológicas.  En general, cuando estas células se siembran en matrices 
decelularizadas mantienen sus marcadores  fenotípicos, pueden ordenarse espacialmente en 
el seno de la matriz e incluso desarrollar ciertas funciones (129). Varios estudios han 
demostrado que células fetales o neonatales  pulmonares de rata participan en el intercambio 
gaseoso cuando se siembran en pulmones de rata decelularizados (45, 46). De manera similar 
células neonatales renales producen urea en matrices de riñón in vivo (91) y en hígados 
recelularizados con hepatocitos fetales se observa producción de albúmina y urea  (68, 70, 75, 
77, 80).   Las células madre de origen fetal son muy útiles como “prueba de concepto” en 
muchos trabajos de recelularización de matrices en modelos animales pero en general carecen 
de aplicación  clínica en el desarrollo de órganos bioartificiales  adultos humanos.  
Un caso particular son las células madre presentes en líquido amniótico humano (hAFSCs, 
acrónimo de human amniotic fluid stem cells en inglés). Estas células se obtienen de mujeres 
gestantes donantes que requieren una amniocentesis entre la 15 y 19 semana de gestación 
para diagnóstico prenatal de determinadas anomalías fetales. El líquido amniótico humano 
  
14 
 
contiene una población heterogénea de células que derivan de estructuras placentarias y de la  
piel, aparato digestivo, respiratorio y tracto urinario fetal. Contiene tanto células maduras 
como células fetales indiferenciadas, las cuales pueden aislarse y expandirse en cultivos, tienen  
alta capacidad proliferativa  y  pueden diferenciarse en múltiples líneas celulares (hAFSCs) 
(130).  Todas estas características las han convertido en una fuente atractiva en BT, 
habiéndose descrito su capacidad de diferenciación en adipocitos y osteocitos (131, 132),  
condrocitos (133), cardiomiocitos (134) y células neurales (135) tanto in vitro como in vivo.  
1.2.3.2. c. Células  madre adultas 
Las células madre adultas son un grupo amplio y heterogéneo de células madre que tienen 
su origen en cualquier tejido después del nacimiento. Su capacidad de proliferación y 
diferenciación es mucho más limitada que la de las células embrionarias, no siendo capaces de  
originar in vitro tejidos complejos de manera espontánea pero  no tienen  las limitaciones 
éticas que sí presenta la utilización de ESCs.  
En este grupo se incluyen las células madre obtenidas de médula ósea, tejido adiposo y  
cordón umbilical así como las células progenitoras  residentes en órganos sólidos. 
 Células madre derivadas de la médula ósea 
La médula ósea (MO) es la principal fuente de células madre adultas. Es una fuente de 
células autólogas, su extracción es relativamente sencilla  y se han caracterizado varias 
poblaciones celulares con potencial de diferenciación.   
La MO  se divide en dos compartimentos interrelacionados. Por un lado el parénquima, 
donde encontramos la mayor parte de la celularidad de la médula. Son células 
hematopoyéticas en distintos estadíos de diferenciación. Se calcula que diariamente este 
compartimento produce unos 500 billones de células sanguíneas.  Asociado al parénquima, se 
encuentra el estroma, compuesto por el sistema vascular de la médula (una red de vasos finos 
fenestrados) rodeados de células hematopoyéticas.  En el estroma  existe una población 
minoritaria y heterogénea de células cuya principal función es servir de “nicho” ó soporte  a las 
células hematopoyéticas creando el microambiente necesario para que éstas puedan 
diferenciarse. Aquí se encuentran células endoteliales, fibroblastos, adipocitos, células 
osteogénicas y células precursoras no hematopoyéticas (136).  
Las células mononucleadas derivadas de la médula ósea (BMMNCs) se obtienen 
fácilmente por  gradiente de densidad tras aspirado medular directo o de sangre periférica tras 
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movilización mediante el factor estimulante de colonias granulocíticas (GCSF).  Con esta 
técnica se obtiene una población de células mononucleadas heterogénea, compuesta por  
monocitos,  células precursoras hematopoyéticas (CPHs), precursores endoteliales y células no 
hematopoyéticas con inmunofenotipos  variables.  Numerosos estudios han analizado el 
potencial de las BMMNCs en medicina regenerativa, en particular en modelos animales de 
isquemia miocárdica aguda y crónica.  Entre sus efectos beneficiosos se ha observado la 
capacidad de inducir angiogénesis, (137), disminuir el grado de apoptosis (138) y efectos 
positivos sobre el remodelado y dilatación ventricular (139).  
Dentro de la población mononucleada total se han aislado varias poblaciones de células 
madre no hematopoyéticas que se describen a continuación.  
El cultivo in vitro de las células BMMNC  permite obtener por adhesión al plástico las 
células mesenquimales derivadas de médula ósea (BMSCs), que son células con propiedades 
pluri/multipotenciales. Globalmente suponen un porcentaje muy pequeño del total de células  
de la médula  (0,001-0,01%) (140) y además  este porcentaje disminuye con la edad (141). 
Células con características mesenquimales similares a las de la MO se han aislado 
posteriormente en otros muchos  órganos, principalmente tejido adiposo y cordón. A todos 
estos tipos celulares  se les conoce  bajo el  término de células mesenquimales o células del 
estroma (MSCs). Sus características como grupo se explican más adelante.  
Las células progenitoras endoteliales (EPC) son células que expresan los marcadores de 
superficie KDR, CD 34 y AC133 (142)  y se movilizan desde la MO en respuesta a estímulos  
como la isquemia o el daño vascular.  Estas células favorecen la angiogénesis de manera 
directa al originar células endoteliales (143, 144), pero también por un mecanismo paracrino 
(145).  
Se han descrito también otras poblaciones de células progenitoras pluripotenciales raras 
como son las células progenitoras multipotentes adultas (MAPCs, del inglés progenitor 
multipotent stem cells) (146-148); células inducibles de multilinaje adultas aisladas de médula 
ósea (MIAMI, del inglés marrow isolated adult multilineage inducible)(149); y células madre 
pequeñas parecidas a células embrionarias, conocidas como VSELs (del inglés, very small 
embryonic like) (150). 
En bioingeniería tisular,  la  MO se utiliza como fuente de células MSC  para recelularizar 
matrices y como fuente de precursores endoteliales, células endoteliales maduras y células 
musculares lisas para recelularización de constructos vasculares.  
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 Células madre derivadas de tejido adiposo 
El tejido adiposo, como la médula ósea, deriva de la capa mesodérmica.  Además de 
adipocitos, contiene otras poblaciones celulares minoritarias entre las que se encuentran   
células maduras (fibroblastos, células vasculares y hematopoyéticas) y también células 
precursoras.  La fracción celular no adipocítica se obtiene del lipoaspirado tras un proceso de 
digestión enzimática y centrifugación denominándose fracción estromal vascular (SVF, del 
inglés Stromal Vascular Fraction). Este compartimento es rico en células con capacidad multi 
y/o pluripotente (151, 152); en la fracción estromal vascular se han aislado CPHs,  precursores 
adipocíticos, vasculares (tanto endoteliales como de músculo liso) e incluso  células 
precursoras cardíacas y de músculo esquelético.   
El cultivo in vitro de la SVF da lugar a una población celular más homogénea con 
propiedades mesenquimales, similares en muchos aspectos a las BMSCs, aunque no idénticas, 
denominada células madre derivadas del tejido adiposo (ASCs, del inglés Adipose tissue –
derived Stem Cells). Las células ASC y BMSC comparten propiedades comunes llegando a 
afirmar algunos autores que son inmunofenotípicamente idénticas en un 90% (151) aunque   
se han descrito diferencias a nivel genómico, proteómico y funcional que apuntan a un mayor 
potencial  angiogénico de las ASCs  en comparación con las  BMSCs (153).    
Las células ASC han demostrado su capacidad in vitro para diferenciarse en tipos celulares  
de las tres capas del embrión en numerosos trabajos. Se ha demostrado así su potencial de 
diferenciación osteogénico, condrogénico y adipogénico; su capacidad  para diferenciarse en 
cardiomiocitos, incluso espontáneamente, para originar células endoteliales, epiteliales, 
células neurales y células de origen endodérmico como hepatocitos. (Figura 4). Varios trabajos 
han identificado a estas células ASC pluripotenciales con un inmunofenotipo específico, CD34+,  
CD45- /CD31-  (154-156). 
El potencial pluripotencial de las ASCs in vitro, la facilidad de acceso al tejido adiposo y la 
gran cantidad de células ASC que pueden obtenerse por lipoaspirado, las ha convertido en una 
fuente de estudio en medicina regenerativa muy importante en la última década, habiéndose  
realizado múltiples trabajos para valorar su comportamiento, capacidad de diferenciación y 
potencial terapeútico en modelos animales in vivo de muchas enfermedades (revisado en 
(157-159).  
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Figura 4. Esquema que muestra la técnica de lipoaspirado, digestión y centrifugado para la obtención de la SVF de 
tejido adiposo. El cultivo en plástico permite obtener la población de ASCs que puede diferenciarse in vitro  en 
múltiples líneas celulares. [Modificado de Zuk et al, 2012, (158)]. 
 Células madre derivadas de cordón umbilical 
El cordón umbilical es la tercera fuente principal de células mesenquimales, habiéndose 
utilizado también en trabajos de recelularización de matrices, como el estudio de  Oberwallner 
y colaboradores (42), en el que sembraron células mesenquimales de cordón humanas en 
secciones de matrices cardíacas también  de origen humano.  
Características de las células madre mesenquimales 
Las células madre mesenquimales o células del estroma mesenquimal fueron halladas y 
descritas por primera vez en la médula ósea por Friedenstein (160) que las describió como 
unas células “adherentes de morfología fibroblastoide” pero posteriormente se han 
encontrado en otros tejidos.  Los rasgos  fenotípicos que las definen son: ser células 
adherentes al plástico de cultivo, expresar los antígenos CD73, CD90 y CD105 en ausencia de 
antígenos como CD45, CD34, CD14 o CD11b, CD79α o CD19 y HLA-DR  y ser capaces de 
diferenciarse in vitro en osteoblastos, adipocitos y condrocitos (161).  
Como ya se ha comentado, la MO es la principal fuente de células mesenquimales (BMSC) 
pero se han hallado células similares en otros tejidos y órganos adultos y perinatales como 
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tejido adiposo (ASCs), cordón umbilical,  cartílago, cerebro, pulpa dental, endometrio,  piel, 
líquido y membranas amnióticas, placenta y gelatina de Wharton. Otra fuente novedosa son 
las células mesenquimales derivadas de células humanas iPS (iPSC-MSCs) (162).   Hoy se acepta 
que los tipos de MSCs  hallados en distintos órganos y tejidos son un grupo heterogéneo de 
células madre pero con unas propiedades generales que puede resumirse en los siguientes 
puntos:  
a). Tienen capacidad de proliferar y expandirse fácilmente in vitro, siendo posible obtener 
un número suficiente para su aplicación clínica (163). 
b).Tienen importantes propiedades inmunomoduladoras. Expresan niveles muy bajos de 
antígenos del complejo mayor de histocompatibilidad tipo I (HLA-I) y no expresan antígenos 
tipo II (HLA-II) ni otros coestimuladores como  CD40, CD80 y CD 86 (164). Todo ello las protege 
de la lisis celular mediada por células Natural Killer (NK) (165).  Las MSCs humanas además 
expresan HLA-G, un antígeno HLA-I no clásico, que parece evitar la respuesta inmune contra 
estas células.  Además son capaces de inhibir al sistema inmunológico tanto por contacto 
directo célula-célula  con linfocitos T y B, células NK y dendríticas (166-171), como mediante la  
liberación de mediadores como la interleucina 10 (IL-10)  y prostaglandinas y factores de 
crecimiento (172, 173). Esta capacidad para evadir el sistema inmunológico  hace de las MSCs 
un tipo celular interesante  como posible terapia celular alogénica.  
c). In vivo inducen reparación y/o regeneración tisular.  Tienen la capacidad de dirigirse 
hacia la zona de inflamación de un tejido dañado (174) y, una vez localizadas en la zona de 
lesión, inducen reparación tisular.  Esta regeneración tisular está  mediada por un  mecanismo 
fundamentalmente paracrino (175).  De este modo, la liberación de factores de crecimiento 
[factor de crecimiento vascular endotelial  (VEGF),  factor de crecimiento de hepatocitos (HGF), 
factor de crecimiento de queratinocitos entre otros] y  citoquinas (TGFβ, IL-10, IL-6) (176) 
inducen a las células residentes progenitoras a reparar el tejido dañado.  Por efecto paracrino,  
las MSCs pueden inducir angiogénesis, previenen fenómenos de muerte celular programada 
(efecto antiapoptótico), previenen la fibrosis tisular, reclutan a células progenitoras residentes 
en el tejido,  las inducen a dividirse y crean el microambiente necesario para que estas células 
progenitoras puedan diferenciarse (163).   También dan soporte a las células residentes del 
tejido mediante la liberación de glicoproteínas de la matriz (176). Como se ha comentado 
previamente, las células MSC in vitro han demostrado propiedades pluripotenciales, 
habiéndose descrito por ejemplo diferenciación a cardiomiocitos a partir de BMSCs (177-180), 
ASCs (181-185) y células MSC de cordón (186).  Además, varios trabajos les han atribuido la 
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capacidad de diferenciarse in vivo (187-191) o fusionarse (192, 193) directamente con las  
células dañadas. Incluso se les ha atribuido la capacidad de transdiferenciarse hacia células 
endodérmicas como hepatocitos (146) o ectodérmicas como neuronas y epitelio (194).  
En base a estas características, las células MSC son una fuente celular muy atractiva para los 
estudios de recelularización de matrices biológicas.  Por un lado, sus propiedades 
inmunomoduladoras podrían ayudar a la integración de la matriz recelularizada una vez 
implantada en el huésped (175). Además,  se ha observado que las matrices biológicas 
tridimensionales facilitan  la diferenciación de MSCs hacia células parenquimatosas maduras.  
Este fenómeno se ha observado con BMSCs en matrices hepáticas de ratón (81), con diferentes 
MSCs en matrices cardíacas de cerdo (195) y parches de miocardio humano (42) , y con ASCs y  
BMSCs en pulmones decelularizados de rata (62).  
 Células madre residentes en órgano sólido/ órgano-derivadas 
En la mayoría de los tejidos adultos de mamíferos  existe una pequeña población de 
células madre residentes, en general de menor tamaño que las células adultas del tejido y que 
expresan determinados marcadores propios de células indiferenciadas como CD133, CD44, 
nestina y/o ABCG2. Se han encontrado en pared vascular, músculo esquelético, corazón, 
pulmón, hígado, páncreas, tracto digestivo, piel, retina, mama, ovarios, próstata y testículo 
(196). Hasta el hallazgo de estas células, tradicionalmente se había asumido que algunos de los 
órganos mencionados como corazón, pulmón o páncreas, tenían una capacidad de 
autoregeneración  inexistente (102). 
En general las células madre residentes  están localizadas en el tejido dentro de un 
microambiente especial denominado “nicho” rodeadas de células vecinas como fibroblastos, 
células endoteliales y componentes del estroma que regulan sus funciones a través de 
interacciones directas y liberación de factores solubles.  Las células madre  residentes  tienen 
capacidad de autorenovación  y de diferenciarse  en los tipos celulares propios del órgano en 
el que residen pero habitualmente están en un estado quiescente y raramente se dividen bajo 
condiciones normales  pudiendo proliferar, sin embargo, como respuesta a daño tisular. En 
estos casos lo que en general se ha observado es que,  o bien se dividen en dos células 
idénticas indiferenciadas (autorenovación) o en una célula idéntica y en otra diferenciada.  
Suponen una línea de investigación muy prometedora pero a fecha de hoy, en general son 
células muy difíciles de reclutar  y en cualquier caso, de momento no han podido  ser  
expandidas in vitro en número suficiente como para recelularizar un órgano completo.   
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1.2.3.3. Células  pluripotentes  inducidas.  
Una célula adulta madura puede regresar a un estado más indiferenciado y transformarse 
en una célula madre pluripotencial si se “reprograma” genéticamente para ello, son las 
denominadas células pluripotentes inducidas (células iPS).  Este fenómeno fue descrito por 
primera vez en el año 2006  por  el grupo de Yamanaka. A través de la inoculación de retrovirus 
que expresaban los factores de transcripción de plutipotencialidad  OCT 3/4, SOX2,  c-myc y 
Klf-4 en fibroblastos de ratón, consiguieron reprogramar los fibroblastos  a  células madre  
pluripotenciales (197). Muchos otros grupos han reproducido estos resultados y en  el año 
2008 ya aparecieron los primeros trabajos con células iPS humanas (102) existiendo 
actualmente muchas líneas de células iPS humanas disponibles.  
El descubrimiento de las células iPS ha supuesto un gran avance en medicina regenerativa. 
Estas células  comparten similitudes  con las células embrionarias ya que pueden proliferar in 
vitro en grandes cantidades y diferenciarse en muchas líneas celulares dando lugar tanto a 
células parenquimatosas como a células de soporte.  Además, a diferencia de las ESCs, las 
células iPS pueden ser de origen autólogo  y su obtención y uso no tiene tantas limitaciones 
éticas.  Todas estas características las convierten en un tipo celular muy interesante en BT 
perfilándose como muy buenas candidatas para la recelularización de matrices.  Sus 
principales inconvenientes son la posibilidad de tumorogenicidad si se implantan en un estadío 
indiferenciado y su baja eficiencia. Hasta hace poco otro inconveniente era la  necesidad de 
utilizar vectores retrovirales durante la reprogramación pero hoy en día es posible producir 
células  iPs por mecanismos virales-independientes. 
Las células iPS se han utilizado  en algunos protocolos sobre matrices decelularizadas. 
Ghaedi y colaboradores utilizaron células iPS humanas  diferenciadas a células del epitelio 
alveolar tipo II (AETII) que sembraron sobre matrices decelularizadas de pulmón de rata y 
humano (60).   Otros investigadores han utilizado también células iPS sobre matrices cardíacas, 
en concreto, cardiomiocitos derivados de iPS (41, 42). 
1.2.3.4. Células de soporte 
Además de las células necesarias para repoblar la MECd, las células de soporte como los 
fibroblastos son importantes para el remodelado de la matriz y para dar soporte a las células 
sembradas sobre la misma (198). Varios trabajos han mostrado que las células de soporte 
añadidas a las células candidatas a repoblar las matrices facilitan la adhesión y supervivencia 
de estas últimas en el seno de las matrices decelularizadas (129).  
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1.2.4. Tipos celulares utilizados para recelularización vascular 
La endotelización del sistema vascular de la matriz es un aspecto crucial en el desarrollo de 
tejidos u órganos  bioartificiales ya que el objetivo último es el implante y funcionamiento del 
tejido u órgano in vivo y para ello es esencial prevenir fenómenos de trombosis y/o 
hemorragias derivados de un sistema vascular insuficientemente endotelizado (102, 198).  
Las células endoteliales son las principales células utilizadas para recelularización vascular. 
Las células endoteliales de aorta de rata fueron las empleadas en el primer trabajo de 
decelularización y recelularización de un órgano completo (34).  Una de las fuentes más 
comunes son las células endoteliales humanas obtenidas de vena umbilical (HUVEC). Se han 
utilizado en muchos protocolos de recelularización en  matrices de distintos modelos animales 
con buenos resultados.  En general se observa que las células HUVEC se dirigen y se  alinean en 
los vasos grandes y pequeños de las matrices recelularizadas (68, 71, 72, 91). Órganos 
recelularizados y endotelizados con HUVEC  (pulmón, riñón)  se han trasplantado 
ortotópicamente en ratas sin desarrollar fenómenos de hemorragia y/o trombosis (91, 199). 
Otros trabajos de recelularización de matrices  han utilizado células microvasculares 
endoteliales (46, 67) aunque con peores resultados que la células HUVEC mostrando 
revascularización incompleta y fenómenos de trombosis y sangrado.  También se han 
empleado células precursoras endoteliales (EPC) observando que se adhieren y dispersan a lo 
largo del compartimento vascular de matrices de pulmón (63) y corazón (39).  
ESCs, MSCs y las células iPS, por su capacidad de diferenciación hacia endotelio,  también se 
han  utilizado en recelularización de matrices decelularizadas. (85, 86, 93, 94). 
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1.2.5. Métodos de recelularización 
En el proceso de recelularización de una MECd se distinguen dos fases: una primera fase de 
sembrado celular y una segunda etapa de cultivo de la matriz recelularizada en el que el 
objetivo es preparar a las células para su correcto funcionamiento in vivo. 
1.2.5.1. Sembrado celular 
En esta primera fase las células se implantan en la MECd  con el  objetivo de  conseguir una 
distribución espacial lo más  similar posible a la distribución de las células del órgano nativo.  
Para  optimizar este proceso hay  tener en cuenta varios aspectos: 
1. Los tipos de células elegidos para sembrar la matriz. Ninguna de las células utilizadas 
en BT ha demostrado por el momento ser capaz de manera aislada  de originar un órgano 
completo en el seno de una MECd (102) por lo que parece lógico implantar varios tipos 
celulares. Qué células son más apropiadas para sembrar en la matriz, el orden en que  deben 
implantarse o si es mejor hacerlo de manera simultánea son  cuestiones aún no resueltas. La 
célula elegida dependerá del órgano en concreto, si bien en la mayoría de  los trabajos con 
MECd de órgano sólido (corazón, hígado, riñón, pulmón y páncreas) se emplea una 
combinación de células madre (ESCs, MSCs, células iPS) y/o células fetales junto con células 
endoteliales o con potencial para diferenciarse en células endoteliales. [Para una revisión  
completa ver (200)]. El objetivo último es obtener  células parenquimatosas órgano-
específicas, células de soporte y una  endotelización  adecuada de la matriz.  
2. El número de células necesario para sembrar la matriz es otro aspecto muy 
importante y que depende mucho del órgano recelularizado. En el caso de los órganos con 
funciones metabólicas como hígado o páncreas, no parece necesario disponer del 100% de la 
masa celular del órgano nativo para lograr  normofuncionamiento del tejido bioartificial e 
implantarlo en el receptor. Así, varios trabajos han observado en modelos de rata (201) y en 
humanos (202, 203) mejoría clínica y de la función hepática con el trasplante de < 10%  de los 
hepatocitos que constituyen la masa celular original del hígado del huésped.  Sin embargo, 
en el caso del corazón,  para conseguir un órgano funcional habría que recelularizar casi 
completamente la matriz antes de su implante.  Para ello existen  dos opciones teóricas: bien 
implantar un gran número de células  maduras en la matriz o sembrar un número más 
reducido de células madre y dejarlas expandirse y diferenciarse en un medio de cultivo 
adecuado in vitro (102).  
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3. La técnica de sembrado.  Las células pueden ser depositadas directamente sobre la 
matriz (35-37, 42, 87-90, 92), inyectadas en la misma (40, 195),  infundidas a través del 
sistema vascular del órgano (38, 41, 86, 93, 94) o por una combinación de los dos últimos 
métodos (34, 44).  En algunos órganos se han  utilizado distintas rutas de infusión además de 
la vascular, como en el pulmón (vía aérea y vascular) o en el riñón (vía arterial y uréter) (85, 
91).  También se ha probado con la infusión por distintas vías vasculares en el mismo órgano, 
como es el caso del trabajo de Robertson y colaboradores, en el que se utilizó la aorta, la 
vena cava inferior y el tronco braquiocefálico para infundir células a matrices de corazones 
de rata (43). En general, aunque la experiencia aún es limitada,  la técnica de infusión parece 
ser mejor que la inyección directa si lo que se pretende es repoblar la matriz de una manera 
más homogénea y similar a la distribución celular del órgano nativo. Por el contrario, las 
inyecciones a nivel local dan lugar a una alta densidad celular en la zona proximal a la 
inyección que va disminuyendo progresivamente.  Como inconveniente, la liberación de las 
células a la matriz por perfusión puede tener un efecto deletéreo en las células debido a la 
presión y el flujo necesario de administración. También puede tener un efecto de “lavado”, 
de manera que las células pueden perderse a medida que se infunden en el caso de que no 
sean capaces de adherirse a la matriz. 
4. El número de dosis a aplicar y la concentración celular son otros dos aspectos 
importantes (102, 129).  El sembrado con una alta concentración celular aumenta la 
probabilidad de formación de agregados que podrían ocluir los vasos y causar necrosis. La 
mejor opción parece, por tanto, utilizar bajas concentraciones de células y/o varias infusiones 
en lugar de un solo bolo con alta densidad celular en perfusión continua (129).  
5. Los distintos tipos celulares tienen preferencias de adhesión por determinadas 
proteínas del espacio intersticial por lo que el recubrimiento de las MECd con estas proteínas 
se ha propuesto como técnica para mejorar el rendimiento de sembrado celular.  Así, ESCs de 
ratón se adhieren fuertemente a laminina y fibronectina. El recubrimiento de MECd de 
pulmón de rata con estas glicoproteínas previo al sembrado celular  demostró en un trabajo 
un incremento de la unión de ESCs de ratón a la matriz, un aumento de celularidad y una 
mejor dispersión de las células a lo largo de la matriz (53).  Otros grupos han investigado las 
preferencias de unión  que las MSCs tienen por la MECd y se ha observado que diferentes 
tipos de unión pueden promover una mejor adhesión y diferenciación de estad células (49, 
50, 204). En válvulas decelularizadas el plasma rico en  plaquetas (205) y el factor de 
  
24 
 
crecimiento de hepatocitos –fibronectina (206) han demostrado mejorar la adhesión de 
células mesenquimales a la matriz acelular valvular.  
1.2.5.2.  Cultivo de la matriz. Biorreactores. 
Tras el sembrado celular, la matriz recelularizada necesita una fase de maduración en un 
medio de cultivo  con el objetivo de  lograr la supervivencia de las células implantadas, y en el 
caso del empleo de células progenitoras, lograr su expansión y diferenciación en células 
maduras funcionales para la  implantación del órgano in vivo.  
La técnica de elección utilizada para el cultivo de matrices tridimensionales de órganos 
complejos es la perfusión a través de un biorreactor (207-209) cuyo objetivo es aportar 
nutrientes, oxígeno y   eliminar los residuos del metabolismo celular así como simular de la 
manera más fiel posible las condiciones fisiológicas propias del órgano. 
El medio de perfusión utilizado en el cultivo de órganos bioartificiales  está basado en el de 
los medios de cultivo in vitro utilizados para las células que constituyen esos órganos.  Además, 
un factor único en el cultivo de órganos completos es la presencia de la propia MECd, que 
como ya se ha mencionado aporta factores adicionales que favorecen la supervivencia y la 
maduración de las células (102). 
1.2.5.2.a. Parámetros de cultivo celular 
En los  protocolos de cultivo en biorreactores se tienen en cuenta muchos parámetros  
(temperatura, volumen, presión, flujo de administración, oxigenación, pH, metabolismo celular  
entre otros) que son monitorizados e incluso algunos pueden ajustarse en función de las 
necesidades y los cambios que se vayan produciendo en la matriz.  
Para la recelularización de MECd se emplean temperaturas en el rango fisiológico lo que 
se consigue con el medio de cultivo en incubadoras o en reservorios con camisa de agua.  
La adecuada oxigenación de las células es uno de los aspectos cruciales durante el cultivo 
de la matriz. En los cultivos tradicionales,  la oxigenación se realiza fundamentalmente por 
difusión con la consiguiente limitación que ello supone en cuanto al grosor de tejido que 
puede ser debidamente oxigenado. Por el contrario, las matrices tridimensionales,  a través de 
su sistema vascular, permiten que el oxígeno alcance a las células por perfusión por lo que es 
factible que el oxígeno llegue a todo el órgano. Sin embargo, en ausencia de capilares,  es 
necesario administrar oxígeno en el medio a una presión superior a la atmosférica. El abordaje 
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habitual consiste en enriquecer el  medio de perfusión con una mezcla de 95% de  oxígeno y 
5% de dióxido de carbono (CO2) a través de un oxigenador de membrana que forma parte del 
biorreactor. Con ello se consigue una presión parcial de oxígeno de aproximadamente  
360mmHg (67).  Si se requieren mayores demandas de oxígeno debido a un mayor número de 
células pueden utilizarse transportadores de oxígeno como perfluorocarbonos (210), hematíes 
con un hematocrito alrededor del  20% (211) o sangre (212). De todos ellos el sistema 
preferido son los hematíes porque los transportadores artificiales de oxígeno se oxidan 
rápidamente y la sangre puede iniciar una respuesta inflamatoria debido a su 
inmunogenicidad.  
Un aspecto muy importante es la monitorización y ajuste de la presión y el  flujo ya que,  a 
medida que aumenta la celularidad de la matriz,  la porosidad disminuye y aumenta la presión 
(73). Por tanto,  ajustar la tasa de flujo del medio de perfusión a medida que aumenta la 
presión es muy importante para evitar daños mecánicos a las células implantadas. El carácter 
pulsátil o continúo del flujo administrado también es importante, especialmente en el caso de 
las células endoteliales, que parecen preferir una perfusión de flujo pulsátil (213). 
Algunos  biorreactores también cuantifican los niveles de glucosa y lactato en el medio 
(34, 40, 45, 70, 86, 94), parámetros que se correlacionan con el metabolismo de las  células en 
la matriz, con el número de células y con las condiciones de oxigenación del medio indicando si 
la perfusión es la adecuada o no.  
1.2.5.2.b. Estímulos biofísicos 
La aplicación de estímulos biofísicos, específicos de cada órgano, es otro aspecto 
fundamental para el desarrollo de órganos funcionantes. Diferentes estímulos químicos, 
mecánicos (214, 215) o eléctricos (34, 195) tienen un papel esencial en  mantener el fenotipo 
de las células implantadas y/o promover la diferenciación de células madre.  
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1.3. Bioingeniería  tisular aplicada a  tejidos  cardíacos 
El corazón es un órgano con una densidad  celular muy elevada estimada en 
aproximadamente 108cardiomiocitos/cm3   y altas demandas metabólicas (27,6 nmol/mg 
[protein.min]) (37) por lo que los miocitos cardíacos consumen mucho oxígeno y no  toleran 
bien la hipoxia.  Los cardiomiocitos forman una estructura tridimensional que facilita la 
propagación de señales eléctricas a través de uniones intercelulares especializadas para 
producir la contracción mecánica necesaria para bombear sangre al organismo.  Por otro lado, 
aunque existen células madre residentes en el corazón, es general es un órgano con escasa 
capacidad intrínseca de reparación (136).  Tras un infarto de miocardio, se desencadena una 
respuesta inflamatoria intensa y las células muertas son eliminadas por macrófagos. En las 
siguientes semanas y meses,  fibroblastos y células endoteliales migran y forman tejido de 
granulación que finalmente se convierte en una cicatriz rígida. La escara reduce la función 
ventricular, produce adelgazamiento de la pared, remodelado y finalmente, insuficiencia 
cardíaca.  
El diseño de  tejidos  cardíacos  bioartificiales no es una idea nueva. A finales de la década 
de los 50,  Moscona creó agregados esferoidales a partir de cardiomiocitos de embrión de 
pollo cultivando células aisladas en un matraz Erlenmeyer bajo rotación continúa. Después de 
18 horas los agregados formados tenían más de 200 células (199).  Casi 30 años después se 
observó que los cardiomiocitos in vitro sembrados en matrices de colágeno eran capaces de 
formar estructuras miotubulares y que la aplicación de estímulos mecánicos mejoraba su 
orientación  y la formación de elementos contráctiles (11, 216, 217). El primer constructo de 
tejido miocárdico con contracción espontánea rítmica se creó en 1997 a partir de 
cardiomiocitos de embrión de pollo (218). Una década después, Zimmermann y colaboradores 
demostraron que el implante de parches cardíacos a partir de cardiomiocitos neonatales de 
rata, Matrigel y colágeno líquido I mejoraba la función sistólica y diastólica de corazones en 
modelos de rata con infarto de miocardio (219).   
Sin embargo, para su aplicación clínica,  los parches de tejido miocárdico  necesitan un 
grosor mucho mayor que los injertos de Zimmermann. Debido las necesidades metabólicas del 
miocardio, no es posible obtener constructos > 100-200 µm sin un sistema vascular asociado y 
un soporte tridimensional. Los constructos cardíacos generados idealmente deberían estar 
formados por distintos tipos  de células (autólogas o alogénicas inmunotoleradas) en el seno 
de una matriz  análoga a la matriz extracelular cardíaca tanto en composición molecular, 
estructura y biomecánica. 3 aspectos característicos del miocardio nativo deben tenerse en 
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cuenta a la hora del diseño de tejidos cardíacos: la  alta densidad celular de cardiomiocitos y 
células de soporte, el intercambio de oxígeno eficiente entre sangre y células y la contracción 
sincrónica mediante la propagación eléctrica de señales (136). 
1.3.1.  Matrices extracelulares cardíacas decelularizadas. Inicios. 
En el año 2008 el panorama de la BT cambió radicalmente al demostrar  que era posible 
obtener una MEC tridimensional a partir de un corazón completo con la técnica de 
decelularización por perfusión (34).  Ott y Taylor utilizaron una perfusión de  SDS durante 12 h 
por vía anterógrada coronaria a través de la aorta para decelularizar corazones de rata, 
seguido de aguda deionizada y Tritón X-100 durante 30 minutos para eliminar los restos de 
SDS. Finalmente perfundieron una solución de PBS con antibióticos durante 124 h para 
esterilizar la matriz. Demostraron que un corazón de rata podía ser decelularizado para formar 
una matriz  tridimensional que podía usarse como armazón para sembrar células,  sentando así 
las bases del diseño de matrices tridimensionales biológicas.  En su trabajo compararon 
diferentes métodos de decelularización utilizando SDS, Tritón X-100 y polietilenglicol.  
Concluyeron que el detergente iónico SDS era el método más efectivo para eliminar las células 
del corazón.  A continuación, recelularizaron la matriz obtenida con 50-70 x 106cardiomiocitos 
neonatales de rata mediante 5 inyecciones intramurales  en el ventrículo izquierdo  y 2 x 107 
células endoteliales de aorta de rata mediante infusión a través de la aorta.  La matriz se 
mantuvo en cultivo en un  biorreactor entre 8 y 28 días asociando estimulación  eléctrica. 
Alrededor del 8º día del sembrado, las células mostraron respuesta eléctrica y contráctil a la 
estimulación y se observó la presencia de latido cardíaco.  
Tras la publicación del corazón decelularizado de Ott y Taylor otros muchos grupos han 
utilizado la técnica de decelularización con modificaciones propias sobre corazones de rata (37, 
39, 43, 123, 220) y ratón (38, 41).  En el año 2010 Wainwright (35)  y Eitan (36) publican los  
primeros trabajos de decelularización en corazones de cerdo, con un tamaño muy similar al 
humano y otros grupos han seguido con esa línea de trabajo (195, 221, 222).  
Nuestro grupo fue el primero que aplicó la técnica de decelularización a un corazón adulto 
humano en el año 2010 (223).  Guyette y colaboradores (224, 225) describieron poco después 
otros casos de decelularización en corazones humanos.  
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1.3.2. Protocolos de decelularización  en modelos de corazón murino 
Las MECd cardíacas se desarrollaron utilizando modelos murinos ya que existen muchos 
tipos disponibles y su pequeño tamaño facilita el control del  proceso además de requerir 
menos células para recelularizar el órgano. Se han utilizado ratas Fischer F344 (34, 123), 
LEW/Crl (37), Wistar (40), y SpragueDawley (39, 220) con un peso medio de 300 g así como 
ratones con un peso medio de 30 g (38, 41).  
Como se ha comentado previamente, conseguir la eliminación del 100% del  contenido 
celular es muy difícil con cualquier técnica de decelularización. La posible respuesta 
inmunológica del receptor  a la pequeña cantidad de ADN residual y restos celulares que 
quedan en la matriz tras ser decelularizada es un aspecto muy importante a tener en cuenta ya 
que el objetivo último es el implante de la MEC in vivo en el receptor.  Gui y colaboradores 
(123) utilizaron sero-nucleasas para optimizar la eliminación del ADN residual de los tejidos 
decelularizados, utilizando  suero fetal bovino (FBS)  en diferentes concentraciones en 
corazones de rata Fisher F344 una vez decelularizadas.  Las muestras tratadas con FBS 
mostraron de manera significativa menos ADN residual sugiriendo que la combinación de 
detergentes con lavados posteriores con soluciones que contengan sero-nucleasas  es un 
método eficaz para la eliminación celular.  
Otro estudio utilizó corazones de rata LEW/Crl para comparar 4 protocolos distintos de 
decelularización. Aunque macroscópicamente la matriz mantenía su estructura con las 4 
técnicas y la laminina estaba presente en todas las MECd obtenidas,  comprobaron  que 
ninguno de los protocolos  permitía crear una MECd  completamente libre de restos celulares y 
al mismo tiempo preservar todos los componentes de la matriz extracelular (37).  Así, uno de 
los protocolos utilizados producía una degradación y eliminación significativa de componentes 
importantes de la MEC como elastina y colágeno IV y además sólo tres protocolos conservaban 
los GAGs en cantidad similar al órgano nativo.  
Crawford y colaboradores (39) publicaron la recelularización exitosa de corazones de rata 
SpragueDawley decelularizados  después de un año de crio-preservación.  Tras decelularizar 
los corazones, fueron criopreservados a -80ºC con 10% de dimetilsulfóxido (DMSO) en PBS. Al 
cabo de un año fueron recelularizados con 2 x 107 células endoteliales caninas mediante 
inyección en el miocardio. Los corazones se incubaron bajo condiciones estáticas durante 45 
minutos y a continuación en un biorreactor  a 37ºC con 5% CO2. El medio de cultivo se 
perfundió a los corazones durante 9 días.  Para demostrar la ausencia de toxicidad de las 
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muestras, células progenitoras de sangre periférica de origen canino se pusieron en contacto 
con fragmentos decelularizados en pocillos de cultivo;  comparados con pocillos sin tejido 
decelularizado, no se observaron diferencias en la proliferación celular. Los autores 
interpretaron estos hallazgos como ausencia de citotoxicidad de la matriz de rata hacia las 
células de origen canino, al no verse impedido el crecimiento celular.  
Otros grupos de trabajo también han utilizado modelos de corazón murino para sembrar 
células de origen xenogénico. Ng y colaboradores (38) decelularizaron corazones de ratón con 
SDS 1%  que fueron  posteriormente sembrados con ESCs de origen humano y MSCs derivadas 
de ESC humanas. Después de 14 semanas de cultivo estático en un medio condicionado para 
cardiomiocitos H9c2, los corazones fueron implantados subcutáneamente en ratones con   
inmunodeficiencia severa. Los corazones recelularizados fueron disecados y caracterizados a 
las 2, 4 y 6 semanas. Las células sembradas expresaron marcadores cardíacos específicos, 
como cTnT, Nkx-2.5, MyL2, Myl7, MyH6 y CD31.    
En otro trabajo reciente (41) se sembraron cardiomiocitos derivados de células  iPS 
humanas  en corazones de ratón decelularizados con  SDS 1%.  El proceso de decelularización 
se completó en menos de 2 horas y después de 20 días de cultivo con factores de crecimiento 
añadidos para facilitar la diferenciación celular, se observó contracción espontánea  de las 
células  y acoplamiento eléctrico célula- célula de manera esporádica. Se observó que las 
células mostraban diferenciación hacia cardiomiocitos, células musculares lisas, y células 
endoteliales.  Se valoró la respuesta farmacológica de las células a isoproterenol demostrando 
un incremento x 2  de la contracción celular.  
En resumen, los  trabajos en modelos murinos han demostrado que es posible decelularizar 
con éxito un corazón completo y recelularizarlo con células endoteliales para prevenir 
trombosis y con  distintos tipos celulares que en la matriz  son capaces de contraerse.  Incluso 
se han realizado experimentos con implante in vivo  aunque son todavía resultados muy 
preliminares.  
1.3.3.  Protocolos de decelularización  en modelos de cerdo 
En los distintos protocolos de decelularización de cerdo se han usado en general las mismas 
concentraciones de detergentes y soluciones que para los corazones murinos.  Los volúmenes 
de solución son mayores y los tiempos de exposición se han optimizado incluso para lograr la 
decelularización en menos de 1 día.  
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Wainwright describió el primer corazón de cerdo decelularizado, utilizando un protocolo 
complejo que combinaba varios agentes decelularizantes para conseguir una matriz intacta. 
(35).  Eitan y colaboradores (36) decelularizaron parches de 3mm de grosor de ventrículo 
izquierdo en un proceso que duraba 48h y  lo recelularizaron con distintos  tipos celulares de 
origen  xenogénico: fibroblastos cardíacos de oveja, cardiomiocitos neonatales de rata y 
células BMSC de rata.  Se observó alta viabilidad celular con los 3 tipos de células sembradas, 
demostrando que la compatibilidad interespecies entre matriz y células observada en murinos 
era extrapolable a modelos animales grandes.  En este estudio no se analizó la cantidad de  
ADN residual que permanecía en los parches de ventrículo tras el proceso. 
Otros investigadores (221) aplicaron un  protocolo basado en el de  Wainwright  a 
corazones de cerdo completo y en este caso  sí  se analizó la cantidad de ADN residual.  Los 
ventrículos nativos presentaban 350ng de ADN por mg de tejido mientras que en las muestras 
analizadas de ventrículo decelularizado se encontró < 50 ng/mg de tejido.  
Wang y colaboradores(195) describieron la decelularización de parches de ventrículo de 
cerdo de 20x20x3mm3  en un biorreactor giratorio.  Posteriormente sembraron los parches con 
MSCs de rata y sometieron a los constructos a estimulación eléctrica y mecánica a través del 
biorreactor. Las células mostraron diferenciación expresando diferentes marcadores de 
cardiomiocitos como MYH7, troponina cardíaca T y α-actinina.  
Merna (222) y colaboradores estudiaron el efecto de la decelularización sobre la matriz 
obtenida de corazones completos sometidos a un agente decelularizante biológico (tripsina) 
y/o a un detergente (Tritón X-100).  Las propiedades mecánicas de la MECd fueron analizadas 
de manera no invasiva  con microscopía multifotón combinada con espectroscopia observando 
que  el Tritón X-100  preservaba el colágeno de la matriz, mientras que la tripsina originaba 
una matriz cardíaca mucho más débil.  
Basándose en los protocolos previos, Montaham y colaboradores describieron un protocolo 
de decelularización  que permite con SDS y Tritón X-100 decelularizar un corazón de cerdo en 
menos de 1 día  (226).  
1.3.4. Estrategias de recelularización en matrices cardíacas 
El tejido cardíaco  de los mamíferos es un órgano con una densidad celular muy elevada  
formado por múltiples tipos celulares, todos ellos esenciales para el funcionamiento global del 
corazón como bomba: cardiomiocitos que constituyen  el músculo cardíaco y cuya ordenación 
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espacial permiten la contracción sincrónica cardíaca, fibroblastos necesarios para el 
mantenimiento y reparación de la MEC, células endoteliales y células musculares lisas que 
forman las paredes vasculares  y  diferentes tipos de células marcapasos que coordinan el 
ritmo cardíaco.  
En BT cardíaca sobre matrices, se han utilizado distintos tipos celulares para estudiar el 
comportamiento de células maduras en el seno de la matriz, (parenquimatosas  y endoteliales) 
y para valorar el papel que ejerce la matriz sobre la diferenciación de distintas células 
progenitoras hacia cardiomiocitos y células vasculares.  Además de los tipos celulares, otros 
aspectos a tener en cuenta son el modo de liberación de las células, el uso de factores de 
crecimiento añadidos a la matriz y la aplicación de estímulos biofísicos (mecánicos y/o 
eléctricos) que pueden promover diferenciación celular.  
1.3.4.1. Tipos celulares utilizados 
Varios tipos celulares se han considerado especialmente para regeneración tisular cardíaca 
con el objetivo de lograr contractilidad: células ESC, células mesenquimales  de distintos 
orígenes: células BMSC, células ASC y  células de cordón;  células mononucleares de sangre 
periférica, células madre residentes cardíacas, mioblastos de origen esquelético,  
cardiomiocitos derivados de células iPS y fibroblastos.  
Las células ESC de origen humano (hESC) han demostrado su capacidad para diferenciarse 
en cardiomiocitos in vitro  y en otras subpoblaciones de células cardiovasculares (227), 
existiendo métodos que permiten obtener cardiomiocitos en número suficiente a partir de 
células  hESC para llevar a cabo estudios de diferenciación celular y maduración in vitro y 
capacidad regenerativa in vivo. Estudios in vivo han demostrado la capacidad que tienen para 
integrarse eléctricamente con el miocardio nativo (228, 229). Sobre matrices cardíacas, cabe 
destacar el trabajo ya mencionado de Ng y colaboradores (38) que cultivaron células hESC y 
células MSC humanas  sobre MECd cardíacas de ratón.  Ambos tipos celulares perdieron la 
expresión  de marcadores de pluripotencialidad, observando expresión de cadena pesada de 
miosina-α  (MYH6) en células hESC  y  expresión de cadena de miosina 2 (MYL2) y cadena ligera 
de miosina 7 (MYL7) en células MSC respectivamente. El análisis de los corazones 
decelularizados después del explante de los mismos de ratones inmunodeficientes mostró que 
las matrices sembradas con MSCs retenían más células y estaban mejor vascularizados que las 
matrices sembradas con hESCs.  
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Las células MSC derivadas de la  médula ósea tienen capacidad in vitro de diferenciarse en 
cardiomiocitos, típicamente en presencia de 5-azacitidina (5-AZT), habiendo demostrado bajo 
esta condición la adopción de morfología miotubular, expresión de potenciales de acción 
inmaduros  así como expresión de  varios genes específicos cardíacos (MEF-2A y MEF-2D) y 
péptidos como miosina, desmina, actinina y péptidos natriuréticos auricular y cerebral. 
También se ha observado diferenciación funcional  mediante la presencia de conexiones 
intercelulares y actividad contráctil espontánea (230).  Debido a la potencial genotoxicidad de 
5-AZT, se han descrito también otros procedimientos in vitro que muestran la capacidad de 
transdiferenciación de las células BMSC a cardiomiocitos  como son cultivos en medios 
enriquecidos con dexametasona y ácido ascórbico, proteína-2 morfogenética de hueso, factor 
4 de crecimiento de fibroblastos y cocultivo con cardiomiocitos (231-233).  Las células BMSC 
pueden producir conexina-43 y acoplarse  mecánicamente con cardiomiocitos del huésped in 
vivo (234). 
Como ya se ha comentado,  son células con capacidad  de reparar tejidos dañados por un 
mecanismo paracrino. Además, varios  autores han descrito la capacidad de 
transdiferenciación in vivo a cardiomiocitos en estudios con modelos animales de murino con 
trasplante de células MSC xenogénicas (188, 190) y en modelos de animal grande  con terapia 
celular autóloga (191) o alogénica (187, 189). Otros grupos han descrito que las BMSCs 
parecen fusionarse in vivo con cardiomiocitos del huésped (192, 193). 
En relación con todas las características mencionadas, las células BMSC han demostrado  
capacidad de regeneración miocárdica y angiogénica en modelos animales en los que se ha 
objetivado reducción del tamaño de escara miocárdica, mejoría de la contractilidad 
segmentaria y global e incremento de densidad vascular y perfusión miocárdica (230). Estos 
resultados han motivado la realización de varios ensayos clínicos en humanos en infarto de 
miocardio, observando beneficios clínicos tras la administración de  células BMSC, aunque con 
un incremento marginal en la fracción de eyección (235-238).   
En BT aplicada a matrices cardíacas, las células BMSC han demostrado capacidad de 
diferenciación hacia cardiomiocitos, especialmente cuando  son condicionadas con 5-AZT y  
son sometidas a estímulos mecánicos y eléctricos tal y como describió el grupo de trabajo de 
Wang sobre parches de cerdo  decelularizados y sembrados con células MSC de rata y 
cultivados en biorreactor.  A los 2 días de cultivo observaron alta densidad celular y viabilidad 
en los parches, las células presentaban un fenotipo cardiomiocito-like objetivado mediante la 
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expresión de α-actinina, cadena pesada de miosina, troponina cardíaca T, conexina-43 y N-
cadherina (195).   
Numerosos trabajos han demostrado el potencial angiogénico que tienen las células 
mesenquimales del tejido adiposo o ASCs y, del mismo modo que las BMSCs, la exposición a 
5-AZT produce diferenciación hacia cardiomiocitos (182-185). Estos fenómenos observados 
son raros e impredecibles y por tanto insuficientes para generar masa miocárdica con 
aplicación clínica por el momento. Sin embargo,  la facilidad para obtener tejido adiposo y 
muchas células precursoras del mismo,  hace que sean una fuente celular excelente para 
estudios y una muy buena alternativa como progenitores vasculares.  
Los mioblastos o células satélite de tejido esquelético son los precursores de las células 
musculares esqueléticas y normalmente se encuentran bajo la membrana basal de fibras 
musculares en un estado quiescente,  pero pueden activarse en situaciones de daño tisular y 
diferenciarse en células musculares adultas.  Fueron uno de los primeros tipos de células 
progenitoras con los que se iniciaron estudios de regeneración cardíaca por varios motivos; 
tienen alta capacidad proliferativa, pudiendo obtenerse  del orden de 1 billón de células de 
una sola biopsia, y no son tan indiferenciados  como otras células progenitoras, eliminando el 
riesgo de formación de teratomas.  Pueden ser una fuente autóloga de células y son 
resistentes a la isquemia. Además son células miogénicas por lo que contienen un aparato 
contráctil completo (136). Sin embargo, estudios preclínicos han puesto en duda la capacidad 
de los mioblastos de músculo esquelético para acoplarse directamente con el miocardio; de 
hecho, se ha observado un incremento del riesgo de arritmias después de su implantación 
(239).  Aunque los protocolos de producción celular se han mejorado  sustituyendo FBS por 
suero autólogo y con ello se ha observado una reducción de fenómenos arrítmicos,  aún así, 
son un tipo celular actualmente no utilizado en BT de matrices cardíacas.  
Otra línea de investigación interesante son las células madre residentes cardíacas que 
varios grupos de investigación han identificado en la última década. Las primeras células 
progenitoras cardíacas residentes fueron descritas por el grupo del Dr. Anversa (240). Estas 
células tienen inmunofenotipo c-kit+/Sca-1-. In vivo tienen capacidad de diferenciación hacia 
cardiomiocitos, músculo liso y endotelio vascular. Otra población celular con fenotipo Sca-
1+/C-kit- fue descrita en corazón de ratón. Son células con diferenciación a cardiomiocitos bajo 
estímulo con 5-AZT. Se ha demostrado además su capacidad de injerto y la expresión de 
marcadores cardíacos en un modelo in vivo de infarto (241). La población con inmunofenotipo 
Sca1+/ckitLOW /Abgc-2+  tiene también capacidad de diferenciación a músculo cardíaco en co-
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cultivo con cardiomiocitos (242, 243). Chien y colaboradores identificaron una subpoblación de 
células islet1+ que dan lugar tanto a estructuras vasculares como a cardiomiocitos 
predominantemente del  ventrículo derecho (244). Estas células tienen el inconveniente de 
que necesitan ser expandidas para dar lugar a un número clínicamente relevante. Otros 
trabajos han utilizado una aproximación diferente para generar células cardíacas residentes a 
partir de biopsias endomiocárdicas obteniendo como primer paso las denominadas 
cardioesferas. Las células derivadas de estas cardioesferas expresan proteínas propias de 
células progenitoras y  proteínas contráctiles habiendo demostrado capacidad de adhesión en 
un modelo de infarto en ratón (245). Sin embargo, conseguir células en suficiente cantidad 
sigue siendo un problema.  Recientemente se ha identificado otro tipo celular, los telocitos, 
unas células intersticiales que se encuentran en el miocardio, epicardio y endocardio en nichos 
cardíacos donde se encuentran otras células madre residentes.  Aunque su papel funcional no 
está del todo aclarado, parece que juegan un papel esencial como células de soporte  
apoyando a células madre residentes cardíacas y células angiogénicas en el miocardio (226).  
Los telocitos cardíacos pueden identificarse con el marcador CD34 y marcadores c-kit así como 
con técnicas morfológicas. En un modelo de infarto de miocardio de rata, se ha observado que 
4 días después del evento isquémico el número de telocitos en el corazón está muy 
disminuido, y que la inyección de los mismos en corazones dañados mejora la función y reduce 
el tamaño de la escara (246).  
Las células iPS son un tipo celular muy prometedor en estudios de recelularización de 
matrices cardíacas habiéndose realizado ya algunos estudios con células progenitoras de 
miocitos derivados de iPS y con cardiomiocitos derivados de iPS.  Como se ha comentado 
previamente, Lu y colaboradores (41) utilizaron cardiomiocitos derivados de iPs sobre matrices 
de ratón, observando contracción espontánea a los 20 días de cultivo  y respuesta a fármacos 
como isoprenalina.  Oberwallner y colaboradores (42) sembraron también cardiomiocitos 
derivados de iPs de origen murino en parches de corazón humano decelularizado de 300µm de 
sección y lo compararon con los resultados obtenidos con MSCs de cordón humanas. Este 
trabajo observó que los cardiomiocitos derivados de iPS  tenían menos afinidad de adhesión 
por la matriz que las células MSC.  
Finalmente, otra alternativa podría ser la transdiferenciación directa de fibroblastos 
cardíacos en cardiomiocitos como demostraron  Ieda y colaboradores (247); al añadir 3 
factores de transcripción (Gata4, Mef2c y Tbx5) a fibroblastos  cardíacos, observaron 
reprogramación a cardiomiocitos en 3 días con una eficiencia del 20%.  
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1.3.4.2. Métodos de sembrado celular.  
Uno de los métodos más usados es la perfusión de las células a través de la  aorta. En varios 
trabajos se ha demostrado que las células liberadas por esta vía son eficientes a la hora de 
repoblar matrices de órgano de animal pequeño (38, 41).  Las células pueden perfundirse de 
manera continúa  o bien por intervalos para facilitar su adhesión a la matriz; algunos autores 
han apuntado que éste puede ser un buen método para evitar que la propia  perfusión 
continúa  elimine las células que se van administrando sin apenas darles tiempo a que se fijen 
en la MECd (41).  
La inyección directa sobre la pared ventricular es otro método utilizado por numerosos 
autores (34, 39, 40, 43, 44). En general se observa una densidad celular alta en el punto de 
inyección en el ventrículo que va disminuyendo a medida que nos alejamos del punto de 
punción.  
Para valorar el método más eficiente a la hora de reendotelizar corazones decelularizados  
de rata, Robertson y colaboradores (43)probaron a perfundir células por vías vasculares  
distintas además de la aórtica.  Utilizaron  células endoteliales aórticas de rata (RAEC, del 
inglés Rat Aortic Endothelial Cells) infundiendo las células a través de la aorta, de la arteria 
braquiocefálica (AB), de la vena cava inferior (VCI) y por doble vía: VCI y AB. Las células 
perfundidas a través de la aorta  no estaban uniformemente distribuidas por el corazón. Los 
mejores resultados se observaron con la infusión por la doble vía  arterial y venosa simultánea. 
Además, observaron que la superficie endocárdica del VI estaba predominantemente 
recelularizada con células RAEC procedentes de la infusión por vía braquiocefálica y que la 
superficie endocárdica del VD estaba repoblada con células predominantemente infundidas 
por la VCI.  
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1.3.4.3. Optimización del cultivo  
1.3.4.3.a. Factores de crecimiento y diferenciación 
Para promover el crecimiento y la diferenciación celular en el seno de MECd cardíacas, 
además de los elementos presentes en la propia matriz tridimensional, se han utilizado 
distintos factores de crecimiento y diferenciación en varios modelos estudiados. Entre ellos se 
encuentran el factor de crecimiento de fibroblastos (bFGF), el factor de crecimiento 
transformante beta 1 (TGFB1), el factor de crecimiento vascular endotelial (VEGF), el factor de 
crecimiento de hepatocitos (HGF), el factor de crecimiento derivado de plaquetas (PDGF), la 
proteína morfogenética ósea (BMP) y la angiopoietina 1 (198). (Tabla 1).  
 
Tabla 1. Factores de crecimiento utilizados en recelularización de matrices. (Modificado de Momtahan et al). 
Factor Acción 
BMP-4, Activina A,  bFGF,  
VEFG,  DKK1 
Promueven diferenciacón de células progenitoras cardíacas iPS derivadas, células 
endoteliales, células musculares lisas, y cardiomiocitos. 
bFGF Induce la proliferación de células endoteliales, fibroblastos, células musculares lisas, 
y hepatocitos 
TGFB1 Mediador de respuestas inflamatorias y fibróticas 
VEGF Regula el crecimiento de vasos sanguíneos 
HGF Mitógeno de hepatocitos, incrementa la proliferación de células endoteliales  
PDGF Crecimiento de fibroblastos, células musculares lisas y otras células 
BMP Diferenciaciación de células en cardiomiocitos.  
Angiopoietina 1 Regula procesos de integridad vascular y quiescencia 
 
 
1.3.4.3.b. Biorreactores  
El cultivo en biorreactores de matrices cardíacas recelularizadas permite precondicionarlas 
en un medio lo más fisiológico posible. El músculo cardíaco tiene que crecer y organizarse 
siendo muy importante las condiciones de flujo a  las que está sometido en el biorreactor que 
deben simular la dinámica de flujo fisiológica de la sangre.  Además de controlar la 
temperatura, mantener una adecuada oxigenación e intercambio gaseoso y aportar nutrientes 
a la matriz, para regenerar tejidos cardíacos tanto los estímulos mecánicos como eléctricos 
han mostrado capacidad generar actividad contráctil organizada (34, 195). Los biorreactores 
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para regeneración tisular cardíaca se han adaptado para aportar todas estas funciones a la 
matriz.  
Ott y Taylor (34)  utilizaron  un biorreactor basado en un sistema de camisa  de agua 
(Radnoti) que incorporaba trasductores de presión y medidores de flujo para medir la 
precarga, postcarga, y los flujos de entrada y salida, con el objeto de someter a la matriz a 
presiones intraventriculares fisiológicas. Además, permitía  estimular de manera sincrónica el 
constructo cardíaco  a  través de electrodos epicárdicos (1 Hz,  5-20V, 2 ms).  
Weymann y colaboradores (44) utilizaron el biorreactor comercial BIOSTAT B-DCU II 
(Sartorius Stedim Biotech) en matrices cardíacas de cerdo.  El sistema permitía un control 
preciso del  pH y temperatura y utilizaba hasta 6 bombas peristálticas para infundir de manera 
continua 5 litros  de medio de cultivo que circulaba con una presión y flujo controlado. 
Hulsmann y colaboradores (40) desarrollaron un biorreactor modular que utilizaba la 
perfusión coronaria y un sistema de estimulación mecánica en tres dimensiones.  Utilizando 
una plataforma de trabajo, el ventrículo izquierdo de ratas decelularizadas  se sometía a 
tensión controlada utilizando un balón inflable de látex. El inflado del balón se activaba por 
una jeringa conectada a una bomba de infusión, mientras que una bomba de membrana 
aportaba volumen a frecuencias determinadas. La presión dentro del sistema estaba 
monitorizada. Para la perfusión, un transductor de presión y una bomba peristáltica conducían 
a un sistema de tubos con un colector de burbujas incorporado. Este sistema estaba 
implementado con un reservorio de medio de cultivo que consistía en un vaso agitador de 
doble camisa. El sistema disponía también de un mezclador de gases con un controlador de 
flujo que permitía acondicionar el medio automáticamente con aire/O2, CO2 y N2 en respuesta 
a los cambios de pH y valores de pO2.   
En resumen, la aparición de la  técnica de decelularización por perfusión hace menos de 
una década ha llevado a pensar que, al menos desde un punto de vista teórico, la creación de 
órganos bioartificiales tan complejos como el corazón  es posible.  Sin embargo,  aunque se 
trata de una posibilidad teórica, la realidad es que la recelularización es un proceso mucho más 
complejo que la decelularización por lo que la obtención de un órgano completo con aplicación  
clínica parece difícil.  No obstante, el enorme interés que ha despertado la bioingeniería tisular 
aplicada a matrices cardíacas tridimensionales en los últimos años se ha visto reflejado en una 
gran cantidad de trabajos en muy poco tiempo.  Para una visión más global, la tabla 2 resume 
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los principales estudios llevados a cabo con matrices cardíacas así como los resultados de 
citocompatibilidad  y biocompatibilidad  obtenidos con los distintos tipos celulares utilizados.  
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Tabla 2. Principales estudios de decelularización-recelularización de matrices cardíacas y sus resultados.  
Animal 
 
Técnica 
Decelularización 
Células Método 
Sembrado 
Método Cultivo Factores añadios Implante de la 
MECd in vivo 
Resultados 
 
 
 
 
Rata 
(34) 
 
 
Perfusión retrógrada 
coronaria 
10 uM adenosina,   
1% SDS;                  
1% Triton X-100. 
50-70 x 106 células 
cardíacas neonatales  
 
 
 
 
2x107  células 
endoteliales de aorta 
(rata) 
5 inyecciones en 
VI 
 
 
 
  
 
Infusión directa 
en aorta 
Biorreactor durante 28 
días 
 
                           
 
 
 
Perfusión de cultivo en 
biorreactor; 1wk 
 
Estímulo eléctrico 
(pulsos 10ms de 5V, 
inicio 24 h tras 
sembrado) 
            
           
 
Ninguno 
 
 
No, pero la matriz 
decelularizada se 
implantó para 
observar perfusión 
y función valvular 
Alta densidad celular en sitios periinyeccion. 
Viabilidad > 95%.  Expresión de α-actina y MYH7.  
Expresión de conexina 43 y vWF. Fibras 
contráctiles estríadas inmaduras a 8-10 d. 
Evidencia de respuesta eléctrica/contráctil.   
 
 
Monocapa de células en vasos coronarios grandes 
y de pequeño tamaño. La cavidad ventricular 
también se reendotelizó 
 
 
 
 
Cerdo 
(parches) 
 
(35) 
 
Congelación (-80ºC). 
Perfusión de 0,02% 
Tripsina, 0,05% 
EDTA, 0,05% NaN3, 
4% SDC 
 
 
 
Cardiomiocitos de 
embriones de pollo 
 
Parches 
liofilizados de 
MEC porcina 
cardíaca con 
500.000 
células/cm2 en la 
cara luminal 
 
 
4 días en DMEM con 1% 
extracto de embrión de 
pollo,  
10% FBS,  
1% pen/strept 
 
La MECd se esterilizó 
con 0,1% ácido 
peracético/4% etanol; 
y óxido de etileno 
 
 
 
 
No 
 
 
Los cardiomiocitos se organizaron en una 
estructura  tipo sarcómero 
 
 
 
 
 
Cerdo 
(parches 
3mm grosor) 
 
(36) 
 
1.1% NaCl,  
0,02% EDTA, 
0,7% NaCl-0,02% 
EDTA.                   
1% Triton X-100 y 
0,1% NH4OH,  
70% etanol.  
finalmente liofilizado 
 
Fibroblastos cardíacos 
de oveja en alto DMEM.  
 
 
 
Miocitos cardíacos 
neonatales de rata 
 
 
 
 
BMSCs  de rata 
 
 
Después de 
liofilizados las 
MECd fueron 
rehidratadas, 5 x 
105 células 
pipeteadas en 10 
x 10 mm de 
matriz 
 
 
Incubación estática de 
los parches sembrados 
durante 6 semanas 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Ninguno 
 
 
 
 
 
 
 
No 
 
Alta viabilidad celular. Remodelado de la MECd 
(incremento de la expresión de colágeno, GAG, 
MMP2 y TIMP1) 
 
 
Alta viabilidad celular, expresión de  f-actina, 
conexina-43, TNNI, evidencia de uniones gap. 
Morfología elongada de las células, contracción 
espontánea pulsátil a los 2-3 días que se mantiene 
durante 4 semanas 
 
 
Alta viabilidad celular 
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Tabla 2.Principales estudios de decelularización-recelularización de matrices cardíacas y sus resultados. (Continuación) 
 
 
Rata  
(37) 
Comparó 4  métodos de 
decelularización, 
incluyendo los métodos 
de Ott y Badylak y un 
método de combinación 
 
 
 
 
Mioblastos  C2C12 
 
embrados en la 
superficie de las 
matrices 
 
 
24 h de cultivo 
 
 
Ninguno 
 
 
No 
Diferencias en cuanto a la retención de 
componentes de la matriz con los diferentes 
métodos. Ninguno es ideal. 
Los mioblastos  sembraron todas las matrices 
independientemente del método usado. 
 
 
 
 
 
Ratón  
(38) 
 
 
Perfusión aórtica 1%SDS 
10-12h. 
1%Tritón X-100 durante 
1 hora 
 
Células HUES-7  
 ESC humanas (hESC) 
 
 
 
 
Células mesodérmicas 
humanas (Diferenciadas 
a partir de ESC)  (hMSC) 
 
 
 
3x106 células en 
100µl de medio, 
injección manual 
en la aorta 
 
 
Cultivo estático 
sumergido en medio 
acondicionado (de 
cardiomiocitos de rata 
H9c2) durante 14 días 
 
 
 
 
 
Ninguno 
 
 
Sí, implante 
subcutáneo de 
corazones 
cultivados durante 
14 días en ratones 
SCID durante 6 
semanas 
 
Las células pierden sus marcadores de 
pluripotencialidad.   
Aumento de la expresión de Nkx2.5 y cTnT 
(expresión similar entre hESC y hMECs);  
Cadenas de miosina MYH6  expresadas sólo por 
hESC y  MYL2 y MYL7 sólo expresadas por hMECs;   
al implantarlos, los corazones con hMSC tenían 
más células y mejor vascularizados;  
diferenciación endotelial (CD31) exclusiva de la 
vasculatura;  
no se observó contracción 
 
 
 
 
 
 
Rata 
(39)  
 
 
Perfusión coronaria 
retrógrada con 1%SDS 
seguido de 
crioalmacenaje en 10% 
de DMSO en PBS 
 
 
 
 
2x107 células 
endoteliales de origen 
canino  
 
 
 
Injectadas en los 
vasos y paredes 
del corazón.  
 
Cultivo en un matraz de 
centrifugación 
modificado,  con el 
corazón parcialmente 
sumergido, con 
recirculación del medio, 
9 días de cultivo 
 
 
 
Las matrices se 
almacenaron a -80º 
durante un año 
 
 
 
 
No 
 
 
Se observó adhesión de las células endoteliales a 
las matrices criopreservadas a los 10 días de 
cultivo, aglomerados celulares que sugerían 
proliferación de las mismas, las células se habían 
expandido adecuadamente en la matriz, eran 
viables y la MEC no resultó citotóxica. 
 
 
 
 
Rata  
(40) 
 
Método de 
combinación utilizado 
por Akhyari 
 
1x106 mioblastos C2C12 
murinos in 1 ml de 
DMEM 
 
 
10 inyecciones 
100ml (100.000 
células) en la 
pared de VI 
96 h de cultivo 
 
Biorreactor, con 
perfusión coronaria a 
70mmHg  y un balón en 
VI para estimulación 
mecánica 
 
Previo al sembrado, la 
matriz fue perfundida 
con suero de ternera 
fetal para 
administrarle factores 
de crecimiento 
 
 
 
 
No 
 
Incremento de la orientación espacial de la células 
en la matriz formando una red alineada en 
comparación con cultivos estáticos 
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Tabla 2. Principales estudios de decelularización-recelularización de matrices cardíacas y sus resultados. (Continuación). 
 
 
Cerdo  
(parches 
20x20x3mm) 
(195) 
 
Biorreactor giratorio, 
0,1%SDS, 0,01% 
tripsina, 1mM PMFS, 
20µg/ml Rnase A, 
0,2mg/mlDnase 
durante 2,5 semanas;  
aplicación de 
ultrasonidos en 
periodos de 10 min. 
diarios 
 
 
 
 
1x106 células MSC de 
rata en 1 ml de L-DMEM 
 
 
 
 
Inyección directa 
en 9 puntos del 
parche. 
 
 
 
Cultivo en medio de 
diferenciación con 
azaditidina y factores de 
crecimiento de 
cardiomiocitos durante 
4 días 
 
 
 
 
Estimulación 
mecánica y/o 5V 
estimulación eléctrica 
con 1Hz de frecuencia  
 
 
 
 
 
No 
 
Estimulación mecánica/eléctrica incrementa la 
densidad celular y la supervivencia en 
comparación con cultivos estáticos.  
Se observó  alineamiento celular con estímulos 
mecánicos.   
Las matrices con los 2 tipos de estímulos 
mostraron mayor densidad celular, alineamiento, 
morfología cardiomiocito-like y mayor 
diferenciación así como mejor comportamiento 
mecánico.  
 
 
 
 
 
 
Ratón  
(41) 
Congelación (-80º), 
Perfusión de 0,02% 
Tripsina, 
0,05%EDTA 
0,05%NaN3  
1%SDS/0,05% NaN3,  
3% Tritón X-100/0,05% 
EDTA/0,05% NaN3, 4% 
acido dexoxicólico 
1 x 107  células IPS con 
diferenciación 
cardiomiocito, músculo 
liso y célula endotelial) 
en medio de 
diferenciación básico. 
 
Human RUES2 ESC? 
Perfundidas en la 
matriz a través de 
la aorta, 
cultivadas 
durante 16 días 
Infusión periódica del 
medio de cultivo (no 
continúa, 30 minutos 
cada 8 h) con factores 
de crecimiento (VEGF, 
bFGF, DKK1) para 
facilitar diferenciación 
Las matrices 
sembradas fueron 
sometidas a test 
fármacológico  con 
isoproterenol y el 
bloqueante del 
componente rápido 
de  la corriente 
rectificadora de k+  
E4031 
 
 
 
 
 
 
No 
Las células progenitoras de miocitos-IPS derivadas 
repoblaron la matriz, con contracción espontánea 
a los 20 días. La  morfología de onda irregular en 
ECG demostró  falta de un sistema de conducción 
controlado, se observó acoplamiento eléctrico 
celular esporádico. 
Se formó una monocapa celular sobre el 
endocardio. Se observaron estructuras múculo-
like y vascular-like; expresión de marcadores 
cardiovasculares, y respuesta a fámacos 
(isoproterenol incrementó la tasa de contracción, 
amplitudes de Ca2+ irregulares con E4031); mayor 
fuerza contráctil con salida de Ca+2 más altas 
 
 
 
 
Humano 
(secciones 
300µm) 
(42) 
 
Varios métodos; 
Método óptimo: lisis 
con buffer durante 2 h, 
0,5 SDS durante 6 horas 
con agitación, lavados 
con PBS y FBS 3 horas a 
37º 
0,5 x 106  hMSC de 
cordón por cm2  
 
 
 
Cardiomiocitos murinos 
derivados de iPS.  
 
 
Cardiomiocitos 
neonatales murinos 
 
Células 
sembradas en la 
superficie, el 
sembrado con 
aguja no resultó 
ser un método 
mejor 
 
 
 
 
Cultivo normal estático 
durante 3 semanas 
Para el sembrado se 
usaron MECd nativas. 
 
 
Matrices 
funcionalizadas con 
fibronectina 
 
Matrices nativas y 
matrices con 
fibronectina 
 
 
 
 
 
No 
Células hMSC infiltraron la matriz, la viabilidad y el 
metabolismo de las células era mucho mejor 
cuando las células crecían en la MECd que en 
cultivos convencionales 
 
iPS-cardiomiocitos  mostraron menos adherencia 
que las células CB-hMSC y no infiltraron la matriz 
 
Mostraron  buena adhesión en matrices c/s 
fibronectina. Se observó contracción sincrónica 
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Tabla 2.Principales estudios de decelularización-recelularización de matrices cardíacas y sus resultados. (Continuación). 
 
 
 
 
Rata  
(43) 
Perfusión retrógrada 
coronaria  1%SDS 
80mmHg y 1% Tritón X-
100 
2-4 x 107 células 
endoteliales aórticas  de 
rata  (RAES) 
Cardiomiocitos 
neonatales de rata 
sembradas en VI por 
injección directa 
Varios métodos: 
(1) células 
infundidas a 
través de aorta;  
(2) arteria 
braquiocefálica 
(AB) ; (3)  vena 
cava inferior (VCI)  
y AB; (4) sólo VCI 
Cultivo en biorreactor 
con perfusión aórtica 
continúa e incremento 
gradual de la tasa de 
flujo durante 3 días. 
Tiempo de cultivo de 7 
días 
Se valoró la 
trombogenicidad el 
último día de cultivo 
con perfusión de α-
trombina humana y 
proteína C humana a 
través de la matriz 
recelularizada. 
 
Sí, los corazones 
sembrados vía ABC 
se transplantaron 
heterotópicamente 
en ratas durante 7 
días 
La vía combinada VCI-ABC mostró la  mejor 
celularidad en la matriz. La infusión por ABC 
sembró sobre todo el VI y la vía por VCI sobre 
todo el VD. 
No se observó oclusión vascular.  Células eran 
viables, metabólicamente activas y funcionales. 
Los corazones recularizados trasplantados 
mostraron menos trombogenicidad que las 
matrices acelulares control.  
 
 
 
 
Cerdo  
(44) 
 
Perfusión anterógrada 
coronaria continua a 
37º de 4%SDS durante 
12h, después lavados 
con PBS 
 
 
5-6x106 células HUVEC 
 
 
 
 
8-9x106 carciomiocitos 
neonatales de rata 
Infusion 
coronaria, 
detenida 60min 
para facilitar 
adhesión celular. 
 
5 inyecciones en 
VI 
 
Cultivo en biorreactor. 
El medio se cambió cada 
12h. Flujo máximo 3,5 
l/min. 3 semanas de 
cultivo 
 
 
 
Los segmentos de 
miocadio sembrado se 
utilizaron para medir 
actividad eléctrica 
 
 
 
 
No 
 
células HUVEC formaron una capa sobre vasos 
grandes y pequeños;  la recelularización fue 
incompleta.  
 
 
50% celularidad en los puntos de inyección; 
menos sembrado en zonas distales. Se observó 
actividad eléctrica (200mV) 
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2. Hipótesis 
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La técnica de  decelularización por perfusión ha demostrado que es posible obtener 
matrices tridimensionales  con unas propiedades mecánicas  y una composición  similar a la de 
la matriz extracelular cardíaca nativa.  Las  matrices se reendotelizan, las células maduras se 
contraen y las células progenitoras muestran diferenciación fenotípica hacia cardiomiocitos. 
Los numerosos trabajos realizados en modelos murinos  se han escalado a corazones de 
animal grande pero los estudios en corazón humano son escasos.  
La hipótesis de este trabajo es que  la decelularización con detergentes iónicos (SDS) 
aplicada a tejidos cardíacos humanos permite crear matrices extracelulares decelularizadas 
que constituyen un armazón tridimensional, perfundible y citocompatible donde es posible la 
supervivencia y  ordenación de células maduras y la supervivencia, ordenación y maduración 
de células progenitoras. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
45 
 
3. Objetivos 
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Los objetivos del presente estudio han sido los siguientes:  
 
1. Obtener una matriz extracelular a partir de un corazón humano cadáver no apto para 
trasplante que tenga una geometría tridimensional  y un árbol vascular intacto y análogo al del 
corazón original mediante la perfusión de un detergente iónico (SDS). 
 
2. Caracterizar histológicamente el grado de eliminación celular   y cuantificar  la  presencia de 
ADN residual en la MECd obtenida en comparación con corazones cadáver control.  
 
3. Estudiar las propiedades mecánicas pasivas de la matriz mediante el análisis de la relación 
presión-volumen.  
 
4. Comprobar la supervivencia y estudiar la ordenación de células progenitoras (células 
mesenquimales de médula ósea humana, hBMSC,  y células progenitoras cardíacas, hCPC) y de 
células diferenciadas [células endoteliales de cordón (HUVEC),  y cardiomiocitos HL-1 y H9c2]  
sembradas y cultivadas en dos estructuras cardíacas humanas decelularizadas: parches de 
ventrículo izquierdo y válvula aórtica.   
 
5. Analizar, mediante la cuantificación de la expresión de genes cardíacos,  la  influencia de la 
matriz  en la diferenciación de células progenitoras cardíacas, (hCPC). 
 
6. Estudiar el acoplamiento eléctrico de los cardiomiocitos y de las células progenitoras 
(hBMSC y hCPC) en la matriz.  
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4. Material y métodos 
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4.1  Obtención  de  corazones procedentes de donantes cadáver  
Para el presente trabajo hemos utilizado 52 corazones humanos procedentes de donantes 
cadáver  que  la Organización Nacional de Trasplante (ONT)  consideró  no válidos  para  
trasplante en el período comprendido entre mayo de 2010 y junio de 2013.   Para el proyecto 
se obtuvo la aprobación del comité ético del Hospital General Universitario Gregorio  Marañón 
así como la autorización y aprobación de la ONT.  Todos  los  familiares de los donantes  
recibieron un consentimiento informado en   el  que  se explicaba   que el corazón donado  
sería utilizado  para  este  proyecto  de  investigación.        
Los corazones utilizados se extrajeron tras obtener el consentimiento informado  y después 
de que otros órganos aptos para trasplante fueran extraídos del donante.  
La extracción se hizo utilizando  los protocolos habituales. Mediante esternotomía   media  se  
expone el mediastino anterior,  se abre el pericardio y se procede a la disección de las arterias 
pulmonares en la porción próxima a su salida del ventrículo derecho, las venas pulmonares en 
la porción más próxima a su entrada a la aurícula izquierda, la arteria aorta en su porción 
ascendente, a unos 4 cm de su salida del ventrículo izquierdo y por último, las venas cavas  
justo antes de su entrada a la aurícula derecha. Tras ello, el corazón queda liberado y puede 
extraerse íntegramente.  
Los corazones se mantuvieron en cardioplejia ó solución salina a 4ºC hasta que realizamos 
la técnica de decelularización  entre  el  día 1  y  día 5 post extracción.  
4.2.  Decelularización de corazones 
4.2.1.  Técnica de decelularización 
Para eliminar las células del corazón y obtener así una MECd cardíaca adaptamos el 
protocolo de decelularización por perfusión previamente descrito para corazones de murino 
por el grupo de  trabajo de Ott y Taylor (34).  La técnica descrita en este trabajo demostró una 
alta eficiencia en cuanto a la eliminación de componentes celulares con una adecuada 
preservación de los componentes de la matriz extracelular obtenida.  
Los corazones se canularon a través de la aorta ascendente, perfundiendo por vía 
anterógrada a través de las arterias coronarias una perfusión de SDS 1%  en agua deionizada  a 
temperatura ambiente. La solución de perfusión provenía de un tanque individual, el cual 
estaba conectado a la bomba de presión mediante un circuito cerrado. La presión de perfusión 
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se mantuvo a aproximadamente 80–100mmHg durante un período comprendido entre 4 y 8 
días. (Ver representación esquemática en la Figura 5). A lo largo del proceso de 
decelularización estos tanques requirieron ser cambiados entre 4 y 6 veces. Los corazones se 
lavaron con aproximadamente  20 litros de PBS para completar el proceso y eliminar los restos 
de detergente.  Finalmente, para evitar colonizaciones microbiológicas, se lavaron con ácido 
peracético. 
 
Figura 5. Esquema que muestra la posición del corazón durante el proceso de decelularización. Por vía 
anterógrada aórtica se perfunde la solución de SDS 1% con una presión fisiológica en torno a 80-100mmHg. 
(Autor:  Jesús Romero, Unidad de Fotografía del HGU Gregorio Marañón, Madrid). 
Para determinar el grado de eliminación celular y valorar la retención de parénquima y 
estructuras vasculares  analizamos: 
1. La estructura macroscópica de los corazones decelularizados y el árbol coronario mediante 
endoscopia, ecocardiografía, angiografía vascular y tomografía óptica coherente (OCT).  
2. La histología y ultraestructura  de la matriz con hematoxilina-eosina  (H&E), tricrómico de 
Masson,  tinción argéntica y microscopía electrónica 
3. La funcionalidad del sistema vascular mediante técnicas de  perfusión vascular. 
4. La funcionalidad de la MECd obtenida mediante el análisis de sus propiedades mecánicas 
pasivas. 
Trece corazones no fueron decelularizados y sirvieron como controles cadáver.  
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4.2.2. Análisis de la estructura macroscópica de la matriz 
Las características anatómicas de las cavidades cardíacas y válvulas del corazón 
decelularizado  se evaluaron con inspección visual,  con endoscopia (fibrobroncoscopio Pentax 
CK 1570) y ecocardiografía transtorácica. (Modelo General Electric Vivid 7).  
Para la endoscopia, se utilizó como acceso la aorta ascendente para visualizar   la válvula 
aórtica (VA), el ventrículo izquierdo (VI),  la válvula mitral (VM) y la aurícula izquierda (AI).  Vía 
arteria pulmonar se visualizó el ventrículo derecho (VD), la válvula tricúspide (VT), y la aurícula 
derecha (AD).   
Para el estudio ecocardiográfico  la matriz  se sumergió en agua deionizada ya que ésta 
sirve como interfase acústica.  Obtuvimos imágenes desde el epicardio con un transductor  de  
banda ancha de 14MHz.  Para valorar  la competencia de las válvulas aurículoventriculares 
infundimos  suero salino a ambos ventrículos  utilizando jeringas de 60ml a  través de una 
vaina intravascular de 5 French que estaba insertada en las válvulas aórtica y pulmonar, a su 
vez herméticamente cerradas. Modificamos la sístole y diástole ventricular por aspiración e 
inyección de suero salino a través de la jeringa  y compresión externa manual de la matriz. 
(Figura 6).  
La anatomía de los vasos sanguíneos decelularizados se visualizó con angiografía 
coronaria.  El procedimiento se realizó vía coronaria izquierda y derecha utilizando un catéter 
convencional de 6 French.  Se realizó además  OCT  de la arteria descendente anterior (DA) con 
una unidad de interfase.  (C-7 System, LightLab Imaging Inc., Westford, MA, USA). Sobre una 
guía convencional para arterias coronarias (0.014-inch),  se introdujo un catéter de 2.7 French. 
Se obtuvieron imágenes desde la DA distal a proximal  utilizando pullback automático a una 
velocidad de 20 mm por segundo.  Las imágenes con OCT se tomaron a 100 frames por 
segundo.   
La integridad de la vasculatura nativa de la matriz  se valoró con ecocardiografía con suero 
salino agitado y con líquido hemático. Se empleó una infusión de suero salino agitado (20 ml) 
en el tronco coronario izquierdo cateterizado  para visualizar la integridad de la 
microvasculatura.  A continuación, se infundió líquido hemático para valorar la integridad de 
los vasos epicárdicos y la retención de la perfusión en la microvasculatura de la matriz.  
Finalmente se valoró la anatomía macroscópica en cortes sagitales del corazón 
decelularizado antes de hacer el análisis histológico.  
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Figura 6. Evaluación de la competencia valvular de las válvulas mitral y tricúspide en sístole (panel A) y en 
diástole (panel B) a través de ecocardiografía epicárdica. 
 
4.2.3. Análisis histológico y ultraestructural  
Tomamos de cada matriz sistemáticamente 16 muestras triples, correspondientes a 
ventrículo derecho (VD),  ventrículo izquierdo (VI),  septo interventricular derecho (SIVd),  
septo interventricular izquierdo (SIVi), aurícula derecha (AD), aurícula izquierda(AI),  ostium 
coronario izquierdo (OCI), válvula aórtica (VAO),  válvula pulmonar (VP), válvula mitral (VM), 
válvula tricúspide (VT), aorta ascendente (AA), arteria pulmonar (AP), músculo papilar (MP), 
seno coronario (SC) y arteria coronaria (circunfleja o descendente anterior). Dos muestras se 
utilizaron para análisis histológico (micro y ultraestructural) y la tercera para cuantificación de 
ADN residual.  
Para evaluar la integridad estructural  de la matriz y documentar la eliminación de las 
células, examinarnos los corazones decelularizados con microscopio óptico,  con microscopía 
electrónica y  con Microscopio Confocal.  
Para el análisis histológico, las muestras de corazones decelularizados y no decelularizados 
se fijaron con formalina al 10%, se embebieron en parafina y se obtuvieron cortes de 10um de 
sección que se tiñeron con H&E, tricrómico de Masson y tinción argéntica.   Para valorar la 
integridad y composición de la MECd fijamos las muestras con anticuerpos anti colágeno tipo I, 
colágeno tipo IV y elastina (Roche Diagnostics).   Los cortes se visualizaron con un microscopio 
óptico Leica DMD 108.  
Para el análisis ultraestructural, muestras de corazón decelularizado y muestras control se 
fijaron en glutaraldehído 2.5% durante 24 h a temperatura ambiente. Posteriormente se 
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lavaron con PBS. Para el análisis con microscopía electrónica de barrido (SEM), las muestras 
fueron post fijadas con tetróxido de osmio al 1% un mínimo de 2 horas y a continuación   
deshidratadas con concentraciones crecientes de acetona, aumentando progresivamente la 
concentración de la misma de un 50% hasta el 100% en pases de 1 hora. Posteriormente las 
muestras fueron secadas en la unidad de desecación (proceso automático de unos 45 
minutos). Finalmente a las muestras se les dio un baño de oro durante 5 minutos en el 
sputtering (unidad de sombreado). Con ello conseguimos hacer a la muestra conductora. Para 
la visualización de las muestras se utilizó un microscopio electrónico de barrido JEOL JSM-
T300. Para el microscopio electrónico de transmisión (TEM), el tejido sólido se cortó en 
bloques de 1 mm3; los bloques  se postfijaron con tetróxido de osmio  y se tiñeron  con  
acetato de uranilo seguido de citrato de plomo, se deshidrataron con concentraciones 
crecientes de etanol  y se embebieron en resina.  Con el microtomo se obtuvieron cortes de los 
bloques con un cuchillo de cristal.  Los cortes semifinos se fijaron con azul de metileno para su 
visualización con el microscopio de campo brillante. Los cortes ultrafinos (aproximadamente 
80 nanómetros) se visualizaron con un microscopio JEOL 100 SX. También obtuvimos imágenes 
de muestras decelularizadas teñidas con  DAPI con microscopía Confocal utilizando para ello 
un microscopio de epifluorescencia invertida  Ultra-spectral Leica TCS-SP2-AOBS.  
4.2.4. Cuantificación de ADN residual 
Finalmente, para terminar de documentar la eliminación de los componentes nucleares de 
la MECd, cuantificamos la concentración de ADN de la matriz y de tejido de corazón cadáver 
usado como control. Para ello purificamos el ADN de muestras de entre 25 a 50 mg de tejido 
control y de matriz utilizando un kit comercial (High Pure PCR Template Preparation Kit, Roche 
Diagnostics).  La concentración de ADN se estimó midiendo la absorbancia a 260nm con un 
espectrofotómetro. (Nanophotometer Pearl, IMPLEN). 
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4.2.5.  Análisis de las propiedades pasivas mecánicas de la matriz 
Las propiedades diastólicas pasivas de los ventrículos están determinadas por sus 
componentes celulares y extracelulares, así como la configuración tridimensional de ambos 
componentes. Para determinar las propiedades mecánicas de la MECd exclusivamente, sin el 
componente celular, estudiamos la relación pasiva presión- volumen (PV) del ventrículo 
izquierdo y derecho en 8 corazones humanos antes y después de ser decelularizados.  
Para ello, se suturaron los velos de la válvula mitral y tricúspide en una posición cerrada y a 
través de la válvula aórtica y pulmonar  se introdujeron  balones de polietileno no compliantes 
herméticamente unidos a una vaina intravascular de 5 French.  Un micromanómetro de alta 
fidelidad de 5 French  (Millar-Instruments) se colocó dentro del balón y se conectó a un 
colector de 3 puertos.  (Figura 6, paneles A-D). 
Modificamos la presión y volumen por aspiración, seguido  de una inyección lenta de suero 
salino isotónico con jeringas de 60ml conectadas al colector. (Figura 6, panel E). Los corazones 
control  y las matrices decelularizadas estaban suspendidas en un soporte de anillo y 
sumergidas en un baño salino a 36ºC. Para obtener la presión transmural de las cavidades, 
colocamos un segundo catéter micromanómetro en el baño salino, a la misma profundidad 
que el sensor intraventricular.  
Los datos de presión se adquirieron digitalmente de manera continua a 1000 Hz y el  
volumen inyectado era registrado a intervalos de 1 ml a medida que el suero salino era 
inyectado desde la jeringa hasta un pico de presión de 30mmHg.  El volumen final intra balón 
se consideró el total del volumen infundido.  Las medidas para el ventrículo derecho e 
izquierdo se obtuvieron separadamente en el momento en que el ventrículo contralateral 
estaba vacío.  Al final del experimento,  se constató  un valor constante de presión transmural 
cero dentro de cada bolsa para el rango de volúmenes explorado.  
Aplicamos el ajuste exponencial al análisis de la relación PV según se indica en la fórmula:  
0( )c V VP a be    
 
En esta ecuación,   a es la asíntota de presión,  b y c son coeficientes propios del material,  
y V0 es el volumen de equilibrio.  La principal limitación de esta aproximación es que la rigidez 
de la cámara (dP/dV) es  una función del volumen, y por tanto,  una función del tamaño del 
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ventrículo; es decir, no es simplemente una propiedad del material.  Para resolver este 
inconveniente, calculamos la pendiente de la curva ajustada en el volumen equilibrio como un 
parámetro de rigidez para comparar entre muestras.  
 
Figura 7. Experimento utilizado para la medición de las propiedades pasivas mecánicas de la matriz. Las válvulas 
de la MECd de suturan en una posición cerrada. A través de la válvula aórtica ó pulmonar se introduce una vaina 
intravascular de 5 French con un balón de polietileno no compliante y un micromanómetro de alta fidelidad 
(Panel D) en su interior.  Los datos de presión se adquirieron digitalmente de manera continua. (Panel F).  
 
4.3. Citocompatibilidad de parches de ventrículo y válvula aórtica 
Para valorar la citocompatibilidad de la matriz utilizamos dos tipos de aproximaciones: por 
un lado sembramos y cultivamos células en parches de ventrículo izquierdo decelularizado y 
sobre  válvulas aórticas decelularizadas.  
4.3.1  Líneas celulares utilizadas 
Hemos utilizado 5 líneas celulares distintas para este trabajo: 
1. Células progenitoras cardíacas humanas c-Kit+ (hCPCs) (donadas por Coretherapix, Madrid). 
Estas células se obtienen de especímenes de  biopsia cardíaca humana siguiendo el 
procedimiento descrito por Messina y colaboradores (248).  
2. Células madre mesenquimales derivadas de médula ósea humana (hBMSCs) (donadas por la 
Unidad de Producción Celular, Instituto de Investigación Sanitaria Gregorio Marañón (IiSGM),  
Madrid). Las muestras de médula ósea se  obtuvieron del aspirado de cresta ilíaca de sujetos 
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sanos y las hMSC se aislaron, purificaron y se expandieron de acuerdo con los protocolos 
habituales (249).  
3. Células endoteliales humanas de vena umbilical (HUVECs) (ATTC, Reino Unido). 
4.  Cardiomiocitos de rata H9C2 (ATCC, Reino Unido). 
5. Cardiomiocitos HL-1 (donados por el Dr. William C.Claycomb, Louisiana State University 
Medical Center, New Orleans, USA)  
Todas las líneas celulares se pre – marcaron con  5uM de  DiI (octadecilo (C18)-
indocarbocianina) para su posterior visualización con microscopio de fluorescencia. DiI  es un 
colorante de carbocianina muy lipofílico que se disuelve y difunde a través de la membrana 
citoplasmática de las células vivas. Bajo el microscopio emite  fluorescencia roja cuando se 
excita con luz verde. Una vez fijadas las células se marcaron con DAPI, un marcador 
fluorescente que se une fuertemente a regiones con Timina y Adenina en secuencias de ADN 
permitiendo la visualización de los núcleos celulares  de un color azul intenso bajo luz 
ultravioleta.  
 
4.3.2. Recelularización de matrices de válvula aórtica 
A partir de la MECd  obtenida con la técnica descrita en 4.2.1, obtuvimos matrices de 
válvula aórtica decelularizada. Una vez disecada la válvula, separamos los 3 velos valvulares de 
manera independiente. Preparamos una placa (Falcon, bd) de 6 pocillos con 6 insert de cultivo 
(Corning) y en cada una de ellos se colocaron varias  secciones de los velos valvulares por su 
cara aórtica y ventricular. Sobre cada uno de ellos se  sembraron 300.000 células HUVEC y 
300.000 células hBMSC. (Figuras 8 y 9). Obtuvimos cortes para su visualización con microscopía 
óptica y Confocal a las 48 h y 6 días.  
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Figura 8. Válvula aórtica  decelularizada disecada, los 3 velos aórticos por separado colocados en placas insert 
para el sembrado celular. (Paneles A, B, C y D respectivamente). 
 
 
 
 
Figura 9. Citocompatibilidad de células HUVEC y hBMSC en secciones de válvula aórtica decelularizada.  Cada 
disco contiene 4 fragmentos en los que se sembraron 300.000 células en cada uno de ellos.  Los resultados se 
observaron a las 48 h y a los 6 días con microscopía óptica y Confocal.  
 
 
 
 
HUVEC hBMSC control 
48h 
6 días 
6 días 
48h 
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4.3.3. Recelularización de la matriz extracelular in vitro 
Todas los tipos celulares  (hCPCs, hBMSCs, HUVECs, H9c2 y HL-1)  se cultivaron en parche 
de ventrículo izquierdo humano decelularizado durante 21 días.  Las  células se sembraron en 
tres concentraciones distintas (5x104, 10x104, y 30x104 células) en 20µl de medio de cultivo.  
Las células hCPC se cultivaron en el medio de cultivo F12-HAM suplementado con un 10% 
de FBS, 1% PS (penicilina-streptomicina), 1% PSA y 1% ITS 1X (insulina-transferrina-selenio). Las 
células hBMSC se cultivaron en DMEM (Dulbecco's Modified Eagle Medium) con 1% PS. Los 
cardiomiocitos HL-1 se cultivaron en  medio Claycomb con 1% L-Glutamina, 1% PS y 1% NE 
(norepinefrina).  Para los cardiomiocitos H9c2 se utilizó el medio DMEM alto glucosa 
(Dulbecco's Modified Eagle Medium 4.5g/L glucose) con 1% PS. Para las células HUVEC se 
utilizó el medio F12K con 1% PS, 1 ml de heparina y 1 ml de ECGS (0.05 mg/ml) (Endothelial 
Cell Growth Supplement). 
En todos los casos el medio se suplementó  con un 10% de  PBS sobre el tejido 
decelularizado. Tras 2 h de incubación a 37º  con un 5% C02, añadimos 1-2ml de medio de 
cultivo e incrementamos el volumen después de 24 h para cubrir la matriz. El medio de cultivo 
se renovaba cada 2-3 días hasta los 21 días de duración total del experimento. Se obtuvieron 
cortes  histológicos al  1er, 5 y 21 días.  
4.3.4. Caracterización de la expresión génica en células c kit +  hCPC 
Para analizar el posible efecto de la MECd sobre la diferenciación de las células 
progenitoras residentes cardíacas hCPC  estudiamos la expresión de varios genes cardíacos a 
los 21 días de cultivo  y lo comparamos en paralelo con la  diferenciación obtenida  en cultivos  
2D convencionales. La técnica utilizada para el análisis fue la PCR (reacción en cadena de la 
polimerasa) cuantitativa ó en tiempo real, en su variante con proceso de transcripción inversa 
previo (Reverse Transcription) ya que partimos del ARN mensajero (ARNm) presente en las 
células.  (Técnica conocida con el acrónimo RT-qPCR). 
En primer lugar, las cadenas de ADN complementario  (ADNc) necesarias para la reacción 
fueron sintetizadas a partir de 1ug  de ARN total con el kit de Transcriptasa Inversa de Alta 
Capacidad de cDNA (Applied Biosystems). A continuación, los genes  de interés (tabla 3) se 
midieron por PCR cuantitativa utilizando para la detección y cuantificación de ADN el reactante 
fluorescente inespecífico SYBR Green (de Applied Biosystems).  Las condiciones de ciclo fueron 
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95º durante 10 minutos, seguidas de 40 ciclos de 95º durante 15 segundos y 60ºC durante 1 
minuto. 
La expresión de los genes de interés en las células cultivadas la cuantificamos de manera 
relativa utilizando para ello como gen de referencia el gen GusB, cuya expresión génica no se 
modifica.  
Tabla 3. Primers utilizados para valorar  la expresión de genes de músculo cardíaco en hCPCs  cultivadas en la 
MECd humana durante 21 días.   
Gen Sentido Anti-Sentido 
bMHC 5´-GCTGGGGCTGATGCGCCTAT-3´ 5´-TGGGGATGGGTGGAGCGCAA-3´ 
cActina 5´-GACGAGGAGACCACCGCCCT-3´ 5´-ACCATAACTCCCTGGTGCCGC-3´ 
GATA4 5´-AGCAGCTTCTGCGCCTGTGG-3´ 5´-TGGGGGCAGAAGACGGAGGG-3´ 
MEF2C 5´- TCCTGCAAATATGGCCCTAG-3´ 5´- CCTGACACACCGGGATTGTT-3´ 
Nkx2.5 5´-TCACCGGCCAAGTGTGCGTC-3´ 5´-GCAGCGCGCACAGCTCTTTC-3´ 
Troponina T 5´-GGAGCAGGAAGAAGCAGCTGTTGA-3´ 5´-TTCTGCCCTGGTCTCCTCGGTC-3´ 
GusB 5´-CAACGAGCCTGCGTCCCACC-3´ 5´-ACGGAGCCCCCTTGTCTGCT-3´ 
 
 
4.3.5. Metodología del estudio de acoplamiento eléctrico celular 
    La presencia de acoplamiento eléctrico intercelular de las células sembradas en la 
matriz  se valoró con técnicas de  mapeo óptico y  mediante la  expresión de conexina 43.       
Los sistemas de mapeo óptico proporcionan una imagen de la actividad eléctrica celular. 
Se fundamentan en la utilización de tintes fluorescentes sensibles al voltaje que se 
adhieren a la membrana celular, o de moléculas denominadas “indicadores de calcio”. Los 
indicadores de calcio son moléculas que responden a la unión de Ca2+  cambiando sus 
propiedades espectrales siendo posible cuantificar de este modo la concentración 
intracelular de calcio iónico. El acceso de los indicadores de calcio al interior celular se 
lleva a cabo mediante sus formas esterificadas, que al ser hidrofóbicas atraviesan 
fácilmente la membrana celular. Una vez en el citosol los enlaces éster son hidrolizados 
por esterasas intracelulares quedando atrapado el fluoróforo en el interior de la célula.  
La frecuencia de emisión de luz de estos  tintes fluorescentes varía de forma proporcional 
a la variación del voltaje transmembrana.  Mediante cámaras de alta resolución (espacial 
y temporal), se registra directamente en múltiples localizaciones el potencial de acción 
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cardíaco. De esta forma, se obtiene una imagen bidimensional (píxel x píxel) de la 
actividad eléctrica cardíaca.  
     El potencial de acción registrado en cada píxel representa el voltaje transmembrana 
promedio de la región espacial captada bajo su campo de visión.  En función de la 
resolución, el campo de visión puede hacerse mayor o menor, y con ello es posible 
registrar la actividad eléctrica a nivel de una sola célula.  
En nuestro estudio fijamos las células de la matriz por inmersión en el medio de cultivo 
Claycomb con el indicador de calcio fluoróforo Rhod-2AM (TEFLabs, Inc, Austin, TX, USA) 
disuelto en DSMO (1mM de solución stock; 3.3 ul por ml en medio de cultivo) y 
Probenecid (TEFLabs, Inc, Austin, TX, USA) durante 30 minutos bajo condiciones de 
cultivo. Después de la tinción, el medio de cultivo se cambió por una solución fresca de 
Krebs modificada a 36.5ºC (contiene en mM: NaCl, 120; NaHCO3, 25; CaCl2, 1.8; KCl, 5.4; 
MgCl2, 1; glucosa, 5.5; H2O4PNa•H2O, 1.2).  
Para excitar Rhod-2AM, iluminamos la matriz recelularizada con luz LED verde filtrada;  
[LED CBT-90-G (pico de potencia de salida 58 W, longitud de onda 524 nm,  de Luminus 
Devices, Billerica, USA)] con lentes plano-convexas (LA1951; distancia focal =25,4 mm; 
Thorlabs, New Jersey, USA)  y un filtro de excitación verde. (D540/25X; Chroma 
Technology, Bellows Falls, USA). Las dos fuentes de  luz se utilizaron para alcanzar una 
iluminación homogénea.  
  La fluorescencia se registró con una cámara Evolve-128 EMCCD  (del inglés Electron-
Multiplying Charge Coupled Device) (Photometrics, Tucson, AZ, USA) con un filtro de 
emisión (ET585/50-800/200M; Chroma Technology) válido para Rhod-2AM situado frente 
a una cámara con lentes de alta velocidad (DO-2595; Navitar Inc., Rochester, USA).   
Los constructos celulares se estimularon a 1 Hz usando un pulso bipolar de 2ms. Para 
estimar los tiempos de activación y construir mapas de propagación de utilizó un software 
escrito en MATLAB  (Math Works).  
      Para verificar el acoplamiento eléctrico, las células sobre la matriz se fijaron con PBS 
con paraformaldehído  4% (PFA) y  se embebieron en parafina. Se obtuvieron cortes de  4-
5um y se permeabilizaron con 0.25% Triton X-100.  Posteriormente los cortes fueron 
incubados con un anticuerpo primario anti-conexina 43 (dilución 1:75; Sigma Aldrich), 
durante 30 minutos a temperatura ambiente y se lavaron  con PBS. Finalmente  se hizo un 
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segundo marcaje durante 30 minutos con anticuerpos  marcados con FITC (isotiocianato 
de fluoresceína) (dilución 1:100; Bethyl). Los núcleos fueron visualizados con fijación DAPI 
(Sigma Aldrich). La matriz recelularizada e inmunomarcada  se  analizó con un 
microscopio Leica DM3000 (Leica Microsystems).  
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5. Resultados 
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5.1. Valoración de la matriz cardíaca extracelular  decelularizada 
5.1.1. Integridad estructural macroscópica 
Las características de los donantes, el peso de los 39 corazones decelularizados y los 13 
órganos utilizados como control así como los tiempos de decelularización se muestran en la 
tabla 4.  Los corazones se almacenaron a 4º en suero salino durante un máximo de 5 días antes 
del proceso de decelularización sin observar por ello efectos deletéreos en la matriz resultante 
final.  Los órganos con un peso comprendido entre 250 y 750 gramos se decelularizaron en 
unos 4 días aproximadamente; incrementar el tiempo del proceso hasta 8 días no supuso 
ningún beneficio extra evidente, incluso en los corazones más grandes.  
Observamos que el proceso de decelularización comienza en las zonas anatómicas más 
finas (grandes vasos y  pared de aurículas) y continúa por  zonas intermedias (ventrículo 
derecho, válvulas) hasta las regiones cardíacas más gruesas como el ventrículo izquierdo y el 
septo interventricular. Durante el proceso, se produce una pérdida progresiva del color de los 
grandes vasos y músculo cardíaco obteniendo alrededor del 4º día una matriz o armazón de 
aspecto traslúcido. Esta matriz mantiene la forma del corazón y aproximadamente el 85% de la 
masa original del órgano. (Figura 10). 
Para evaluar el corazón decelularizado in situ antes de disecarlo utilizamos varias técnicas. 
Mediante endoscopia comprobamos la integridad macroscópica de las válvulas sigmoideas y 
aurículoventriculares, de las cuatro cavidades cardíacas, músculos papilares, e incluso  de las 
estructuras más finas del aparato subvalvular como las cuerdas tendinosas. (Figura 11, fila 
superior).  Las  zonas que observamos  de color marrón resultaron ser depósitos de lipofuchina 
en el examen histológico. Con ecocardiografía observamos que la matriz conserva el 
alineamiento circunferencial normal de las fibras miocárdicas a lo largo de la pared ventricular 
(Figura 11, fila inferior) así como la competencia de las válvulas sigmoideas y 
aurículoventriculares  al comprimir extrínsecamente la MECd.  
La disección de la matriz nos permitió observar que el corazón decelularizado tenía 
macroscópicamente un color  más claro que los controles así como la confirmación de que la 
matriz conserva macroscópicamente todas las estructuras internas del órgano, incluidas las 
más finas. (Figura 12).  
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    Tabla 4. Características de los donantes y tiempos del proceso de decelularización. 
Sexo Edad (años) Pcorazón(g) PMECd(g) T hasta inicio 
proceso decel. 
Tiempo 
decelularizacion(d) 
Hombre 50 558 452 9 horas 4 
Hombre 73 466 436  12 horas 7 
Mujer 58 332 224 24 horas 4 
Mujer 50 369 292 24 horas 7 
Hombre 80 398 327 24 horas 7 
Mujer 67 488 457 24 horas 8 
Mujer 87 358 Control Control Control 
Mujer 35 267 Control Control Control 
Mujer 54 587 522 9 días 7 
Hombre 59 550 500 13 días 8 
Hombre 49 380 351 8 días 4 
Hombre 76 343 288 24 horas 4 
Mujer 68 526 432 3 días 5 
Mujer 65 314 283 3 días 4 
Mujer 17 231 189 8 horas 5 
Hombre 57 671 657 5 horas 5 
Hombre 66 435 344 24 horas 4 
Hombre 61 512 Control Control Control 
Hombre 41 398 Control Control Control 
Hombre 41 680 572 12 horas 7 
Mujer 72 284 Control Control Control 
Hombre 43 353 300 24 horas 4 
Hombre 58 376 331 4 días 4 
Hombre 59 432 376 24 horas 4 
Hombre 57 326 Control Control Control 
Hombre 46 358 Control Control Control 
Hombre 30 291 Control Control Control 
Hombre 78 298 Control Control Control 
Hombre 70 644 528 10 horas 6 
Hombre 78 430 354 5 días 4 
Hombre 55 252 214 12 horas 7 
Mujer 32 271 171 12 horas 3 
Hombre 56 303 249 2 días 7 
Mujer 60 404 334 60 horas 5 
Mujer 66 335 Control Control Control 
Mujer 80 464 361 12 horas 7 
Hombre 58 419 279 10 horas 6 
Hombre 73 515 439 12 horas 4 
Hombre 52 457 435 18 horas 8 
Hombre 70 464 393 12 horas 8 
Hombre 52 565 373 24 horas 6 
Hombre 54 362 Control Control Control 
Hombre 59 410 Control Control Control 
Hombre 67 373 306 12 horas 8 
Mujer 64 305 244 12 horas 8 
Mujer 64 321 238 18 horas 8 
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Figura 10. Aspecto macroscópico externo de un corazón humano durante el proceso de decelularización. El 
órgano adquiere un aspecto traslúcido de manera progresiva, (paneles A-D) comenzando por las regiones 
cardíacas más finas. La forma macroscópica del corazón original  (Panel E) se mantiene tras 96 horas de 
decelularización. (Panel F). 
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Figura 11.Integridad estructural de la MECd. Fila superior.  Endoscopia de la matriz  mostrando la integridad de 
la válvula aórtica (Panel A), ventrículo izquierdo con músculos papilares y cuerdas tendinosas (Panel B), válvula 
pulmonar,  (Panel C), y trabéculas del ventrículo derecho. (Panel D). Fila inferior, paneles E-G. Ecocardiografía 
demostrando la integridad de la válvula pulmonar (PV), válvula aórtica  (AOV), válvula mitral (MV), aurícula 
izquierda (LA), ventrículo izquierdo (LV), septo interventricular (IVS), y ventrículo derecho (RV) y disposición 
normal circunferencial de las fibras miocárdicas. 
 
 
Figura 12. Anatomía macroscópica tridimensional de un corazón  humano  no decelularizado utilizado como 
control (Panel A) y de una matriz cardíaca decelularizada (Panel B) abiertos en un plano sagital o horizontal 
longitudinal mostrando el ventrículo izquierdo (LV) y ventrículo derecho (RV) separados del septo interventricular 
(IVS) y ambas válvulas aurículoventriculares (válvula mitral  [MV] y válvula tricúspide  [TV]).  
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5.1.2.  Eliminación celular y conservación estructural de la matriz 
En comparación con los corazones  control,  en el examen histológico de las cavidades, 
grandes  vasos y válvulas  de  la matriz con H&E se observó la pérdida de los componentes 
celulares incluyendo núcleos y componentes citoplasmáticos como se muestra en  las 
imágenes de  la aorta ascendente, el septo interventricular, las válvulas sigmoideas y las 
válvulas aurículoventriculares de las figuras 13 y 14. Las muestras de  válvula pulmonar y septo 
interventricular son especialmente representativas de las zonas más difíciles de 
decelularización. El septo interventricular es la estructura más gruesa y muscular del corazón. 
La válvula pulmonar representa la parte derecha del corazón, que es más difícil de 
decelularizar por vía coronaria anterógrada a través de la aorta. 
 
Figura 13. Análisis histológico demostrando la eliminación celular.  Cortes teñidos con H&E  (20x) de muestras no  
decelularizadas de aorta ascendente (Panel A), septo interventricular (Panel B), y válvula pulmonar  (Panel C) 
comparadas con muestras decelularizadas  de aorta ascendente (Panel D), septo interventricular (Panel E), y 
válvula pulmonar  (Panel F). 
 
 
Figura 14. Análisis histológico demostrando la eliminación celular.  Cortes teñidos con H&E  de válvula tricúspide 
(Panel A), válvula mitral (Panel B) y válvula aórtica (Panel C).  Se observa la ausencia total de material nuclear.  
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La cantidad de ADN residual en la matriz fue inferior al 5%, con una media en los 39 
corazones decelularizados de 34±29ng  vs  413±262ng en los corazones cadáver control 
(p<0.001).  Cuantificamos la cantidad de ADN residual en muestras representativas de distintas 
estructuras cardíacas observando en todas ellas < 50ng de ADN  de doble cadena por mg de 
tejido húmedo y una longitud de fragmentos de ADN < 200 bp. (Figura 15). 
Por otro lado, el examen con tricrómico de Masson, tinción argéntica e inmunofijación 
reveló que  la MECd había conservado los principales componentes estructurales de la matriz 
extracelular (colágeno, fibronectina y laminina) de manera análoga a los corazones usados 
como control. (Figura 16, paneles A-C).  
De igual modo, con microscopía electrónica de barrido y de transmisión se observó la 
ausencia de componentes celulares y la conservación de la orientación de las fibras 
miocárdicas en la matriz. (Figura 16, paneles D-E).  
5.1.3. Integridad funcional de la matriz 
Para evaluar la integridad funcional de la MECd, caracterizamos las propiedades pasivas 
mecánicas de la matriz mediante la medición de la rigidez en 8 corazones decelularizados en 
comparación con el corazón cadáver antes del proceso de decelularización.   
Las curvas pasivas de presión – volumen (PV) pre y post decelularización mostraron la 
característica curva exponencial; (Figura 17, paneles A y B).  Las matrices de ambos ventrículos 
fueron más compliantes que los ventrículos previa decelularización; [relación dP/dV pre and 
post decelularización para el ventrículo izquierdo: 0,87 (95% IC: 0,55-1,13) vs 0,12 (0-0,41) 
mmHg/ml, p <0,001 ;  para el ventrículo derecho:  0,27 (95% IC: 0,14-0,4) vs 0,12 (0-0,25),  p < 
0,01].  En los órganos intactos, el VI fue claramente más rígido que el VD (0,87 mmHg/ml vs 
0,27 mmHg/ml, p < 0,001). Sin embargo, las matrices de ambos ventrículos presentaron 
valores similares de rigidez (p = 0,7), excepto para volúmenes elevados donde el ventrículo 
izquierdo de la matriz resultó más rígido. (Figura 17, panel C).   Así, la matriz extracelular 
contribuyó una media de una 38,5% a la rigidez global de la cámara ventricular derecha frente 
al 10%  en la izquierda. 
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Figura 15. Cuantificación de ADN  en las muestras control y las muestras decelularizadas.   Aurícula izquierda (AI), 
válvula mitral (VM), aurícula derecha (AD), válvula tricúspide (VT), ventrículo izquierdo (VI), ventrículo derecho 
(VD), septo interventricular derecho (SIVD), septo interventricular izquierdo (SIVI), válvula pulmonar (VP),  
arterial pulmonar (AP), arteria coronaria (COR), vena cava (VCA), aorta ascendente (AA) y válvula aórtica (VAO). 
 
 
Figura 16.  Retención de estructuras de la matriz extracelular.  Tinción con tricrómico de Masson (Panel A), tinción 
argéntica  (Panel B), e inmunofijación de colágeno IV (Panel C) de la MECd  mostrando la retención de 
componentes de membrana estructurales (colágeno, fibronectina, y laminina). Microscopio electrónico de 
barrido del septo interventricular mostrando la presencia de miofibras  (2,000x) en una muestra control no 
decelularizada (Panel D) y la preservación de fibras de colágeno y elastina  (2,500x) con la eliminación de las 
células del tejido  (Panel E) en una muestra decelularizada. Microscopio electrónico de transmisión (Panel F) de 
una muestra de septo interventricular decelularizado confirmando la ausencia de componentes celulares y la 
retención de fibras de colágeno y elastina (25.000x). 
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Figura 17. Análisis mecánico de la matriz. Curvas de PV de ventrículo izquierdo (panel A) y de ventrículo derecho 
(panel B) antes (en rojo)  y después de la decelularización (en azul). La media está representada por la línea 
continua y la desviación standard por las franjas de color.  El panel  C muestra las diferencias en cuanto a rigidez 
de las cámaras de VI y VD pre y post decelularización.  Las matrices fueron más compliantes que los corazones 
previa decelularización.  
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5.1.4.  Integridad del sistema vascular  
Mediante  coronariografía convencional y  ecocardiografía tras perfusión  de contraste 
comprobamos que el proceso de decelularización había preservado la funcionalidad de los 
vasos epicárdicos y del lecho vascular miocárdico.  Con OCT demostramos la conservación de 
las capas de la arteria descendente anterior. (Figura 18, paneles A-C). Perfundimos líquido 
hemático en el tronco coronario izquierdo  observando a simple vista flujo epicárdico y por 
tanto, demostrando que la matriz es capaz de retener sangre en el espacio intravascular. 
(Figura 19). 
El análisis histológico con H&E y tricrómico de Masson mostró tanto los conductos 
vasculares grandes como los vasos de menor calibre preservados, pero con ausencia total de 
los componentes celulares. (Figura 20, paneles A-C).  
 
 
Figura 18. Angiografía coronaria  (Panel A) de la matriz decelularizada mostrando el lecho vascular preservado, 
tanto vasos epicárdicos como ramos secundarios y terciarios.  Ecocardiografía epicárdica. (Panel B) mostrando la 
integridad de la arteria descendente anterior (DA), su ramo diagonal y ramas septales. Tomografía de coherencia 
óptica (OCT) de la arteria descendente anterior (Panel C) mostrando las capas arteriales preservadas.  
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Figura 19. Estudios vasculares de la matriz cardíaca decelularizada.  Perfusión de la arteria coronaria izquierda 
(Paneles A y B) con líquido hemático visualizando el flujo epicárdico y la perfusión sanguínea en la cara anterior 
del corazón. 
 
 
Figura 20. Estudios vasculares de la matriz cardíaca decelularizada.  Cortes teñidos con H&E (20x) de una muestra 
correspondiente a arteria microvascular intramiocárdica de un corazón control (no decelularizado) (Panel A) 
comparado con una muestra decelularizada (Panel B). Conductos venosos y arteriales de pequeño tamaño 
decelularizados (Panel C) con tricrómico de Masson. (20x).  
 
5.2. Resultados de citocompatibilidad 
5.2.1. Distribución y alineamiento celular sobre  válvula aórtica 
El comportamiento observado de las células endoteliales HUVEC y las células hBMSC sobre 
válvula aortica decelularizada fue muy similar. En ambos casos encontramos al sexto día de 
cultivo, una fina monocapa de células en la cara valvular depositadas sobre la lámina 
endotelial. También se encontraron algunas células en la lámina endotelial de la cara 
ventricular. No se observaron células en el interior de la matriz valvular decelularizada. 
(Figuras 21 y 22). 
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Figuras 21 y 22. Distribución y alineamiento de células HUVEC (paneles A-F) y células hBMSC (paneles G-L)  en 
válvula decelularizada aórtica humana, a los 6 días del sembrado celular con H&E y con Tricrómico de Masson.   
En ambos casos se observa, en cortes tangenciales de la válvula,  una monocapa de células alineadas 
predominantemente  sobre la cara valvular (Paneles A-E  y Paneles G-K).  En la cara ventricular se observa  
mínima celularidad.  (Paneles C-F  y Paneles I-L).   
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4.2.4. Alineamiento y distribución celular en parches de miocardio 
Utilizamos a las células mesenquimales (hBMSC) y a las células c kit +  hCPC para evaluar la 
capacidad de la MECd  para dirigir procesos de compromiso y diferenciación celular in vitro; las 
células endoteliales  HUVEC y los cardiomiocitos H9c2 y HL1 se utilizaron para valorar el  
comportamiento  de células maduras  o diferenciadas  en la matriz. (Figura 23, Paneles A-E) 
A las 24 horas de sembrado, tanto  las células hBMSC como las células hCPC, ambas 
marcadas con DiI y DAPI, se habían dispersado y  depositado sobre la superficie de la matriz. A 
las 48 horas observamos que las células hBMSC habían aumentado de tamaño y comenzaban a 
infiltrar la MECd. A los 21 días habían infiltrado la matriz  siendo  evidente su aumento de 
tamaño aunque la alineación era incompleta. (Figura 23, paneles P y U).  
Las células hCPC presentaron un comportamiento diferente, la infiltración de la matriz fue 
muy escasa  y no había cambios en cuanto a su aspecto o alineación.  (Figura 23, paneles Q y 
V).  
Inicialmente las células HUVEC se encontraban en la superficie de la matriz  pero, en lugar 
de adherirse, migraron para localizarse fundamentalmente en torno a los vasos sanguíneos 
más grandes en el interior de la matriz y en la superficie endocárdica de la misma.  (Figura 23, 
paneles R y W). También encontramos algunas células HUVEC en vasos sanguíneos de menor 
tamaño. 
Observamos que los cardiomiocitos H9c2 y HL1 se adherían a la matriz en la primeras 24 
horas y comenzaban ya a alinearse. En los días siguientes se observaba una organización 
progresiva y aumento de tamaño.  En el día 21, estaban  organizadas en lo que parecían islotes 
musculares rodeados de matriz. Esta organización se asemejaba a ovillos musculares en cortes 
transversales y a fibras musculares en cortes longitudinales. (Figura 23, Paneles S, Y, T, Z). Las 
únicas células madre que mostraron una tendencia similar a organizarse de este modo fueron 
las células hBMSC, que comenzaron a organizarse en el día 21.  
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Figura 23. Citocompatibilidad de parches de ventrículo izquierdo decelularizado. Alineamiento y distribución 
celular. Imágenes de los siguientes cultivos celulares: células mesenquimales humanas derivadas de médula ósea 
(hBMSCs) (Panel A), células progenitoras cardíacas humanas hCPCs (Panel B), células endoteliales de vena 
umbilical humanas (HUVEC)  (Panel C),  cardiomiocitos H9c2 (Panel D), y cardiomiocitos  HL-1 (Panel E). Células 
teñidas con DiI (rojo) y DAPI (azul) sembradas en la superficie de parche de ventrículo izquierdo visualizadas con 
microscopio Confocal a los 5 días (Paneles F - J) y a los 21 días (Paneles K - O). Tinción con tricrómico de Masson a 
los 21 días mostrando las fibras de colágeno (azul) en un parche de ventrículo izquierdo decelularizado así como 
la distribución de las células: Las células hBMSCs infiltran la matriz, se observa crecimiento celular pero alineación 
incompleta, (Panel P y U); las células hCPC se ubican en la superficie del parche con muy escasa infiltración de la 
matriz  y sin cambios importantes en el aspecto celular. (Panel Q  y V); Las células endoteliales HUVEC  se 
localizan en torno a vasos sanguíneos de gran tamaño. (Panel R y W); Las células  H9c2 y  HL1 se adhieren  a la 
matriz y adoptan la alineación anatómica propia de los cardiomiocitos humanos. (Paneles S, Y  y  T, Z 
respectivamente). 
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5.2.3. Efecto de la matriz en la diferenciación de células ckit+  hCPC 
Para  valorar el potencial papel de la MECd a la hora de promover  diferenciación de células 
progenitoras, cultivamos células c-Kit+ hCPC  en parches de ventrículo izquierdo y ventrículo 
derecho  y en un cultivo 2D de gelatina durante 21 días. Posteriormente realizamos qRT-PCR 
para determinados genes codificantes de factores de transcripción implicados en procesos de 
diferenciación y función del miocardio [MEF2C (factor potenciador de miocitos 2C), Nkx2.5 y 
GATA4]  y  para genes sarcoméricos [βMHC (gen sarcomérico de la cadena pesada de la beta 
miosina)   y TNNT2 (Troponina cardiaca T)].  
El crecimiento de células hCPC  en parches de matriz de ventrículo derecho e izquierdo 
promovió mayor regulación de Nkx2.5, TNNT2 y βMHC en comparación con las células en el 
cultivo de gelatina. Además la expresión de genes cardíacos fue mayor en las células cultivadas 
en parches de ventrículo izquierdo  que en los parches de ventrículo derecho. (Figura 24) 
 
Figura 24. Expresión de genes marcadores de cardiomiocitos en células hCPCs (células cardíacas progenitoras 
humanas) a los 21 días de su crecimiento en ventrículo derecho e izquierdo humano decelularizado ó en placas de 
gelatina 1% (2D) al día 0 y al día 21.  
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5.2.4.  Actividad celular eléctrica  
Para valorar la actividad funcional electromecánica de las células madre y de los 
cardiomiocitos sembrados en la MECd cultivamos  células  hCPC, células hBMSC y 
cardiomiocitos   H9c2 y HL-1 en parches de ventrículo izquierdo decelularizado y en gelatina 
durante 21 días. Pasado este tiempo, realizamos mapeo óptico para evaluar la presencia de 
corrientes  de  calcio y propagación de onda como de describe en 4.3.5. 
Observamos que los cardiomiocitos (H9c2 y HL-1) que parecían haberse organizado en 
fibras similares a las musculares en la matriz, expresaban conexina 43 in vitro.  (Figura 25). Las 
células eran capaces de propagar potenciales de acción y mostraron corrientes de calcio en 
respuesta a estimulación eléctrica. (Figura 26).  Las células progenitoras hCPC y hBMSC, por el 
contrario, que no se habían organizado completamente  en la matriz, no generaron corrientes 
de calcio ni propagaron señales eléctricas.  
 
 
Figura 25. Células  H9c2 (Panel A, x63) y HL1 (Panel B,  x63) sembradas en parches de ventrículo izquierdo 
humano decelularizado que expresan conexina 43 (en verde) a los 21 días.   
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Figura 26.  Mapa isocromal de la corriente de propagación de calcio (Panel A) y corriente de calcio de un píxel 
representativo (3) del panel A. (Panel B). Las células HL-1  propagan la actividad eléctrica desde el punto de 
estimulación a otras regiones de la matriz.   
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6.Discusión 
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Este trabajo  demuestra de una manera concluyente  que la técnica de decelularización 
utilizada en corazones murinos puede escalarse con éxito a corazones humanos, siendo 
posible originar matrices tridimensionales extracelulares cardíacas humanas  que cumplen los 
criterios de decelularización formulados por Crapo  (103) y que son globalmente aceptados 
como válidos para considerar que se han eliminado las células de  un órgano.  Nuestro grupo 
fue el primer equipo de investigación del mundo que aplicó la decelularización por perfusión a 
un corazón completo humano en el año 2010, y desde entonces, como se demuestra en este 
trabajo,  hemos podido reproducir los resultados y caracterizar estas matrices de una manera 
exhaustiva.  
 Un aspecto fundamental  en la decelularización por perfusión es lograr un equilibrio entre 
una adecuada eliminación celular y una correcta preservación de la composición y estructura 
de la matriz extracelular decelularizada (MECd) (103, 129).  La MECd  es única a la hora de 
modular la respuesta celular en comparación con medios de cultivo convencionales debido a 
su configuración tridimensional, exclusiva para cada órgano e idealmente organizada para 
alojar a las células específicas del tejido;  y a la presencia de  moléculas  en su interior con 
acción biológica  (102) .  
  Existen casi tantos protocolos de decelularización como grupos de investigación que han 
trabajado con ellos. Ninguno es capaz de preservar al 100% la composición nativa de las 
matrices  y eliminar al mismo tiempo la totalidad del contingente celular. Probablemente lo 
ideal sea identificar un  protocolo sencillo, lo menos agresivo posible  para  la  matriz pero  que 
al mismo tiempo consiga una eliminación celular suficiente como para garantizar que no va a 
producirse  una respuesta inmune adversa en el huésped. Es probable que  la presencia de 
mínimas cantidades de ADN residual en fragmentos de muy pequeño tamaño no sea un 
impedimento  para recelularizar un órgano en lo que a inmunogenicidad se refiere (250).  De 
hecho, una concentración de ADN residual inferior a 50 ng /mg de tejido  se considera como 
criterio de decelularización  por ser poco probable inducir una reacción inmune adversa en el 
receptor.   Keane y colaboradores (126)  caracterizaron  la respuesta in vitro e in vivo (ratas 
Sprague Dawley) de macrófagos expuestos a  3 matrices de submucosa intestinal  con grados 
variables de decelularización y observaron  que los tejidos mejor decelularizados aún 
contenían una pequeña cantidad de ADN (62 ±16.4 ng/mg de tejido) pero presentaban una 
respuesta inflamatoria favorable.  Aunque es posible que se necesiten más trabajos para 
verificar estas conclusiones,  ya que podrían existir otros factores añadidos que influyan en la 
relación matriz-huésped (126); la realidad es que la concentración de ácidos nucleicos es  un 
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parámetro cuantitativo fácil de medir, reproducible y que permite comparar protocolos de 
decelularización distintos entre sí.   
Para nuestro protocolo hemos decidido utilizar  SDS 1%  como agente decelularizante por 
varios motivos. El SDS ha demostrado decelularizar eficientemente corazones de  modelos  
murinos (34, 38, 39, 41, 43) y  corazones de cerdo (195). Con otros protocolos ensayados, sin 
embargo,  se ha observado una pérdida muy significativa de elementos estructurales 
importantes de la matriz, como elastina, colágeno tipo IV y GAG (37). En corazones de cerdo, 
Merna y colaboradores (222) observaron que los protocolos que utilizaban tripsina daban 
lugar a matrices cardíacas muy débiles  por la pérdida de fibras de colágeno.  Nuestros 
resultados en 39 corazones cadáver muestran  que el detergente iónico SDS 1%  es muy eficaz 
para decelularizar un corazón humano adulto pudiendo realizar además un protocolo sencillo 
de aproximadamente 3-4 días de duración. Acortar los tiempos de decelularización sería muy 
deseable para minimizar las posibilidades de contaminación del órgano pero creemos que en 
corazones humanos de tamaño adulto es poco probable que esto pueda lograrse. Aunque 
habitualmente se compara por tamaño a los corazones adultos humanos y los modelos 
animales de cerdo, éstos últimos suelen corresponder a animales pequeños,  de  4 a 6 meses 
de edad, lo que facilita el proceso habiéndose descrito en estos casos  decelularización 
completa incluso en menos de 24 horas (226). 
Hemos demostrado que tras el proceso de decelularización, la matriz conserva la anatomía 
macroscópica  externa e interna del corazón, las válvulas son competentes, las fibras de la 
matriz extracelular mantienen su anisotropía  y las células desaparecen no siendo visibles con 
técnicas histológicas convencionales. Además, hemos  cuantificado de una manera muy 
rigurosa la concentración de ADN residual, recogiendo 16 muestras  de  distintas estructuras 
cardíacas de cada uno de los corazones decelularizados,  incluyendo algunas que creemos 
especialmente difíciles de decelularizar como la válvula pulmonar (por estar más alejada de la 
aorta) ó el septo interventricular (debido a su grosor). En todas las estructuras sin excepción  
observamos  una cantidad de ADN residual < 50ng/mg de tejido húmedo.   
Recientemente Wang y colaboradores (195) han descrito que la estimulación mecánica 
aplicada a matrices cardíacas puede modular el comportamiento de células progenitoras, 
facilitando su alineamiento. Hemos realizado un experimento que describe por primera vez la 
contribución de la MEC íntegra a las propiedades pasivas de las cámaras ventriculares 
humanas.  El primer estudio que analizó la relación entre la estructura de la matriz extracelular 
y las propiedades mecánicas del miocardio mostró que el colágeno no afecta a la rigidez pasiva 
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ventricular (251). Resultados similares se han obtenido en trabajos que han analizado el efecto 
que tiene eliminar el pericardio visceral sobre la relación presión-volumen en corazones de 
cerdo (252).  Ninguno de estos trabajos, sin embargo,  tenía  en cuenta a la matriz extracelular 
cardíaca completa y sus interacciones. Además, los datos de rigidez de matrices de ventrículo 
derecho son muy escasos (34, 220). 
Hemos realizado un experimento que muestra cómo  obtener medidas fisiológicas ex  vivo 
en un corazón humano antes y después del proceso de decelularización. Las medidas de 
rigidez pasiva que  hemos obtenido son similares a las medidas telediastólicas publicadas en 
otros trabajos que han realizado estudios in vivo en corazones latiendo en el contexto de 
incremento de precarga aguda (253). Al estar preservada la estructura tridimensional de la 
matriz,  pensamos que nuestra metodología tiene en cuenta la contribución relativa de los 
compartimentos intra y extracelular sobre las propiedades globales de las cámaras.  Nuestros 
resultados muestran que el comportamiento pasivo de la MEC sigue un patrón exponencial y 
que las matrices de ventrículo derecho (VD)  e izquierdo (VI)  tienen una rigidez similar, lo que  
sugiere que en el VD la contribución relativa de la MEC a la rigidez de la cámara es mayor que 
en el VI, siendo el componente celular el factor diferencial en el órgano intacto.  
Probablemente sean necesarios más estudios comparando los valores pre y post 
decelularización para aclarar el papel de las células en las propiedades mecánicas de los 
ventrículos. A la vista de nuestros datos,  creemos que el análisis de las curvas presión-
volumen (PV) en matrices decelularizadas puede aportar mucha información para comprender 
mejor la mecánica del corazón.  
La primera matriz bioartificial decelularizada y recelularizada con aplicación clínica  fue una 
tráquea [Macchiarini y colaboradores (26)],  que pudo ser trasplantada con éxito a un paciente 
oncológico que no tenía otra opción terapeútica. En el caso del corazón, las altas demandas 
metabólicas del miocardio (37) hacen necesario disponer de un sistema vascular para dar 
soporte a las células en la matriz si lo que se pretende es diseñar constructos cardíacos de 
tamaño suficiente como para tener aplicación clínica. Hemos comprobado que  nuestra técnica 
de decelularización mantiene las funcionalidad de los vasos epicárdicos y  del lecho 
microvascular miocárdico.  
Los trabajos realizados con matrices humanas de corazón completo son hasta la fecha muy 
escasos. Nuestro trabajo es el más exhaustivo que se ha realizado hasta la fecha con respecto a 
la caracterización de una MECd. Guyette y colaboradores (224), en una serie de 10 corazones 
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humanos decelularizados también con SDS observaron,  de forma similar a nosotros, la 
preservación ultraestructural de la matriz con microscopía óptica, inmunohistoquímica y 
microscopía electrónica pero sin embargo no aportaron datos acerca de la cuantificación de 
ADN residual.    
En definitiva, creemos que con este trabajo hemos dado el primer paso para el diseño de 
una matriz completa cardíaca humana.  Hemos aplicado la técnica de decelularización por 
perfusión por primera vez a un órgano humano complejo y hemos obtenido una matriz 
estructuralmente intacta, con válvulas competentes,  que mantiene las propiedades mecánicas 
y la anisotropía de las fibras de la matriz extracelular así como  un sistema vascular con vasos 
epicárdicos y microcirculación intacta.   
Por otro lado, en este estudio  hemos querido valorar el efecto que tiene la MECd cardíaca 
humana sobre células progenitoras y células diferenciadas, sin añadir ningún estímulo extra al 
cultivo con  el objetivo de caracterizar el efecto que tiene la organización y composición 
intrínseca de la matriz humana decelularizada en la respuesta celular.  Creemos que esta 
primera aproximación nos permite conocer el efecto real que ejerce la matriz sobre las células 
residentes. Los tejidos cardíacos humanos decelularizados utilizados en nuestro trabajo 
(válvula aórtica y parche de ventrículo izquierdo) han demostrado ser estructuras 
citocompatibles que permiten la viabilidad y el crecimiento in vitro de células progenitoras y 
de células diferenciadas.   
Hemos observado que las  matrices cardíacas humanas facilitan la organización de las 
células diferenciadas del parénquima cardíaco (cardiomiocitos H9c2 y HL1)  y  de las células 
vasculares en compartimentos tisulares específicos.   
La endotelización de las matrices decelularizadas es un punto clave para la aplicación clínica 
de estos constructos ya que la recelularización del sistema vascular de la matriz es el aspecto 
más importante para evitar fenómenos de trombosis cuando las matrices se  implantan  in vivo 
(198). Kasimir y colaboradores (31) utilizaron células  HUVEC  sobre  válvulas cardíacas porcinas 
previamente decelularizadas con Tritón X-100 y SDS y observaron la respuesta plaquetaria in 
vitro en comparación con válvulas decelularizadas. En este trabajo, las plaquetas se adherían a 
las válvulas acelulares mientras que las válvulas recelularizadas inhibían la adhesión y 
activación plaquetaria. Robertson y colaboradores (43) valoraron in vivo los efectos de la 
endotelización de la matriz. Para ello implantaron matrices recelularizadas con células  
endoteliales en ratas y lo compararon con el implante de constructos decelularizados. Los 
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corazones recelularizados mostraron menos trombogenicidad  que las matrices acelulares 
control. En nuestro trabajo hemos observado que las células HUVEC migran  a lo largo de la 
matriz para  ordenarse  alrededor de los vasos sanguíneos  y  no se observan células 
endoteliales dispersas en ninguna otra localización de la matriz ventricular.  Sobre la válvula 
aórtica el comportamiento de las células HUVEC fue parecido, observando ya  a  las 48 horas 
una monocapa de células sobre la lámina endotelial aórtica y algunas alineadas en la lámina 
endotelial del lado ventricular de la válvula.  Nuevamente y de manera característica, tampoco 
observamos células endoteliales en el interior del parénquima de  la  válvula aórtica.   
Los cardiomiocitos H9c2 y HL1 sembrados en parches de ventrículo mostraron una clara 
tendencia a agruparse  en estructuras similares a fibras cardíacas musculares.  Estudios 
realizados sobre matrices cardíacas de modelos animales han observado que los 
cardiomiocitos tienen la capacidad de contraerse en respuesta a estímulos eléctricos (34, 36, 
44). Hemos mostrado por primera vez  que los cardiomiocitos, en el seno de matrices 
decelularizadas humanas, forman conexiones intercelulares funcionales ya que tanto las 
células H9c2 como las HL-1   expresaron conexina 43 y eran capaces de propagar potenciales 
de acción en respuesta a estimulación eléctrica.  Aunque la velocidad de conducción en la 
matriz  era inferior a la observada en el miocardio humano, es posible que la estimulación 
electromecánica de los parches cardíacos recelularizados durante el cultivo favorezca todavía 
más el acoplamiento eléctrico intercelular aumentando la velocidad de conducción; como 
observó el grupo de Taylor (34) en el primer trabajo publicado de decelularización-
recelularización de un corazón murino.  
Hemos observado que la  matriz cardíaca humana permite  la supervivencia de las células 
progenitoras implantadas (hCPCs  y hBMSCs), un hallazgo común con otros estudios de células 
madre en  matrices cardíacas de modelos animales (36, 38, 41, 195).  Las células progenitoras 
cardíacas residentes apenas infiltraron la matriz y tampoco cambiaron su morfología.  Las 
células hBMSC por el contrario  sí infiltraron la matriz, aumentaron de tamaño y alrededor del 
día 21 comenzaron a alinearse, aunque de manera incompleta. Que los distintos tipos de 
células progenitoras no se comportan de igual modo sobre matrices decelularizadas  es un 
hecho observado en otros trabajos anteriores (200).  Es posible  que estas diferencias se deban 
en parte a las distintas preferencias de adhesión que algunos autores han atribuido a las 
células madre según el tipo celular.  En este sentido, se ha propuesto como estrategia para 
optimizar el cultivo y promover diferenciación celular la funcionalización de la matriz con 
proteínas y/o factores de crecimiento específicos (49, 50, 53, 204-206).  Los trabajos realizados  
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hasta la fecha no han podido demostrar que las células indiferenciadas puedan originar tejido 
miocárdico totalmente funcional  sin más ayuda que la que le proporciona el microambiente 
de la matriz decelularizada.  No obstante, este microambiente  es un co-factor muy importante 
que, si bien no completamente, sí es capaz de inducir diferenciación celular.  En matrices 
cardíacas humanas decelularizadas hemos observado este fenómeno a los 21 días de cultivo 
de células hCPC en matrices de ventrículo izquierdo y derecho. Comparados con cultivos 
estáticos convencionales, las células hCPC en parches de ventrículo mostraron un incremento 
significativo en la expresión de βMHC, MEF2C, NkX2.5 y TnnT.  Curiosamente,  la expresión 
génica fue mayor en hCPCs cultivadas en ventrículo izquierdo que en ventrículo derecho. 
Algunos de los factores que pueden contribuir a esta observación son una composición 
diferente de las matrices de VI y VD, distinta distribución de factores de crecimiento  ó 
arquitectura ventricular de las matrices diferente (254). 
La elección del tipo celular para repoblar la matriz es muy importante.  Las mejores 
candidatas son células que puedan ser fácilmente aisladas de una manera reproducible y que 
además puedan expandirse in vitro hasta obtener un número suficiente de células para  ser 
sembradas en la matriz; deberíamos poder inducirlas a diferenciarse en las líneas específicas 
del tejido y deberían tener capacidad de sobrevivir hasta ser funcionalmente maduras.    
Idealmente sería muy deseable disponer de células autólogas que tienen la gran ventaja de 
que es muy improbable que sufran rechazo u otro tipo de reacciones inmunológicas adversas 
por parte del receptor haciendo  innecesario el uso de inmunosupresores. El riesgo potencial 
de transmisión de infecciones y el riesgo tumoral también es menor con las células autólogas.  
Sin embargo, las células alogénicas pueden reclutarse de sujetos sanos y más jóvenes y su gran 
ventaja frente a las células autólogas es que pueden expandirse en grandes cantidades 
generando así un “producto celular” que puede almacenarse y estar disponible con antelación 
para su uso.   
 Existe un intenso debate en el momento actual con respecto a si las células mesenquimales 
realmente tienen la capacidad de diferenciación in vivo que se les ha atribuido (255). Los 
trabajos que lo afirman (188) no han podido ser reproducidos por otros investigadores y en  
general se acepta que estos procesos de diferenciación son muy raros e impredecibles. En 
nuestro trabajo las células hBMSC han demostrado ser capaces de infiltrar la matriz y 
aumentar de tamaño pero no hemos observado ordenamiento estructurado como con los 
cardiomiocitos H9c2 y HL-1.  Sin embargo, otros trabajos sí han demostrado que las células 
MSC tienen  capacidad de diferenciación fenotípica a cardiomiocitos en el seno de matrices 
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cardíacas decelularizadas,  sobre todo en presencia de azacitidina y estimulación simultánea 
eléctrica y mecánica (195). Otro grupo celular muy interesante, aunque no ha sido objeto de 
estudio en este trabajo, son los cardiomiocitos derivados de células iPS.  El estudio de Lu (41) 
sobre matrices cardíacas de ratón mostró resultados sorprendentes con cardiomiocitos 
derivados de iPS. Tras ser perfundidas por vía aórtica, las células repoblaron la matriz y en 20 
días formaron filamentos,  demostraron contracción espontánea y ser sensibles a fármacos 
como  isoprenalina ó E4031, un inductor de arritmias ventriculares.  
Nuestro trabajo supone el análisis más extenso hasta la fecha  sobre células progenitoras o 
cardiomiocitos sembrados en MECd cardíacas de origen humano.  Basándonos en nuestros 
hallazgos, creemos que las matrices biológicas decelularizadas de órganos complejos tienen 
una organización que es específica del tejido al que sustentan y unas moléculas también 
específicas del  tejido que promueven compromiso y diferenciación celular en su interior. Esto 
les confiere una gran ventaja frente a matrices sintéticas como soporte para el diseño de 
tejidos biológicos.  
Para finalizar cabe preguntarse si realmente  el corazón humano decelularizado es la mejor 
opción para obtener matrices sobre las que diseñar tejido cardíaco funcional.  A priori 
resultaría ideal disponer de matrices humanas recelularizadas con tipos celulares autólogos 
para evitar problemas de inmunogenicidad. El concepto de reciprocidad dinámica entre la MEC 
y las células residentes sugiere que las matrices humanas pueden tener importantes ventajas 
sobre órganos xenogénicos. Pero a pesar de todo lo anterior,  no podemos perder de vista que 
los trabajos de decelularización de matrices humanas cardíacas se realizan con órganos 
rechazados para trasplante, por tanto, órganos no sanos. Aunque hemos demostrado de 
manera incuestionable que decelularizar un corazón humano es posible, y que es además una 
estructura citocompatible; la falta lógica de disponibilidad de órganos sanos para construir 
matrices hacen poco probable que al menos por el momento las matrices cardíacas humanas 
puedan ser usadas de manera rutinaria como plataforma para diseñar miocardio funcional con 
aplicabilidad clínica.  Sí  creemos, no obstante, que nuestro modelo de  MECd humana cardíaca 
es una excelente prueba de concepto y que puede utilizarse como una herramienta para 
estudiar las interacciones de las células con la matriz, profundizar en el estudio de la 
biomecánica cardíaca y entender los mecanismos que regulan la diferenciación celular y guían 
la regeneración tisular cardíaca.   
Creemos firmemente que nuestro trabajo aporta nuevas evidencias para pensar que el 
diseño de tejido miocárdico funcional a partir de matrices decelularizadas puede ser una 
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alternativa terapeútica fascinante y no tan lejana en el tiempo para el manejo de las 
enfermedades cardiovasculares.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
87 
 
7.Conclusiones 
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Las conclusiones finales  de este trabajo son las siguientes: 
 
1. Eliminar las células de un corazón adulto humano mediante la perfusión de 
detergentes iónicos (SDS) dando lugar a una matriz tridimensional acelular es factible  en un 
proceso que dura  aproximadamente   4  días.  
 
2. La matriz tridimensional resultante mantiene la estructura macroscópica, la 
ultraestructura  y una composición muy similar a la matriz extracelular nativa cardíaca.  
 
3. Los vasos epicárdicos y la microcirculación coronaria  se mantienen impermeables 
después del proceso de decelularización  pudiendo utilizarse para perfundir el corazón 
decelularizado.  
 
4. Es posible determinar ex vivo las propiedades físicas de la matriz extracelular 
manteniendo la estructura de la cámara ventricular. Las curvas de presión –volumen en las 
matrices siguen una relación exponencial teniendo una rigidez similar las matrices de 
ventrículo  derecho e izquierdo.  
 
5. La matriz extracelular cardíaca humana es una estructura que permite la adhesión y 
viabilidad  de las células endoteliales y cardiomiocitos diferenciados y también de las células 
progenitoras utilizadas en este estudio.  
 
6. La ordenación de cardiomiocitos a modo de fibras musculares en el seno de la matriz, 
la expresión de conexina 43 y  la observación de acoplamiento eléctrico intercelular así como 
el alineamiento de las células endoteliales alrededor de los vasos; confirma la capacidad que 
tienen la matriz tridimensional cardíaca humana para dirigir y modular el comportamiento de 
las células diferenciadas en su interior.  
 
 
7. El aumento de la expresión génica de factores de transcripción cardíacos y proteínas 
sarcoméricas por parte de las células progenitoras residentes cardíacas c kit + cuando son 
sembradas en la matriz  frente a las mismas célula sembradas sobre gelatina, confirma la 
capacidad de la matriz  para inducir diferenciación en células progenitoras.  
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8. Es posible que el corazón humano decelularizado sea  la mejor matriz tridimensional  
para continuar con estudios de tejidos bioartificiales  cardíacos. Sin embargo,  la falta de 
disponibilidad de corazones,  y  el uso de  corazones no válidos para trasplante,  nos hacen 
concluir que, para su aplicación clínica,  estos conocimientos posiblemente deban trasladarse a 
matrices tridimensionales de origen xenogénico. 
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compared to conventional 2-dimensional cultures. Decellularization removed cells but preserved the 3-
dimensional cardiac macro and microstructure and the native vascular network in a perfusable state. Cell
survival was observed on dECM for 21 days. hCPCs and hMSCs expressed cardiocyte genes but did not
adopt cardiocyte morphology or organization; HUVECs formed a lining of endocardium and vasculature;
differentiated cardiomyocytes organized into nascent muscle bundles and displayed mature calcium
dynamics and electrical coupling in recellularized dECM. In summary, decellularization of human hearts
provides a biocompatible scaffold that retains 3-dimensional architecture and vascularity and that can be
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P.L. Sanchez et al. / Biomaterials 61 (2015) 279e289280cells and organizes existing cardiomyocytes into nascent muscle showing electrical coupling. These
ﬁndings represent a ﬁrst step toward manufacturing human heart grafts or matrix components for
treating cardiovascular disease.
© 2015 Elsevier Ltd. All rights reserved.Heart disease is the leading cause of death in the United States
and throughout most of the world [1,2]. In the US, heart failure, the
ﬁnal stage of most heart diseases, directly causes approximately
60,000 deaths each year [2]. Despite improvements in medical and
device therapy, heart transplantation remains the deﬁnitive option
for patients with end-stage heart failure. Although the incidence
and prevalence of heart failure are increasing, the number of heart
transplants has reached a plateau. In the US, 3985 patients were on
the active waiting list for a heart transplant in 2013ea 28% increase
from 2004. During this same period, the number of donors
increased by only 19%, to 2582 in 2013 [3,4]. A similar trend has
been seen in Europe, even in Spain, which has the highest organ
donation rate in the world [5]. One possible solution to address this
issue is the development of engineered cardiac tissue that can
replace damaged myocardium or induce endogenous cardiac
repair.
A primary goal of research in cardiac tissue engineering is to
restore left ventricular function [6]. Experimental biomaterial
therapies have focused on the replacement of necrotic car-
diomyocytes and/or the repair of damaged extracellular matrix
[7,8]. Such approaches have included applying cardiac patches,
derived from synthetic or natural materials, to the epicardial
surface or injecting them directly into the myocardium to improve
wall stress [7,8]. The patches can contain cells, genes, or small
molecules that are used to replace necrotic tissue or to recruit
reparative cells for improving wound healing. These types of
patches have been simple sheets of cells that are 1e3 cell-layers
thick or gels that contain isolated disorganized cells, genes, or
molecules.
One of the major challenges in cardiac tissue engineering is
producing a thick cardiac tissue that can meet the high oxygen
demandseand thus the need for signiﬁcant perfusione of cardiac
cells. We hypothesized that the process of detergent perfusion [9]
could be applied to non-transplantable adult human hearts to
yield a decellularized, 3-D cardiac extracellular matrix (dECM)
with a preserved vascular tree that could then be used to build an
organized, thick cardiac tissue. To test this hypothesis, we applied
our perfusion decellularization technique to whole human hearts
[9] and evaluated the 3-D architecture, chamber geometry, me-
chanical anisotropy, and the integrity of large diameter vessels and
the microvascular networks of the decellularized hearts. We also
tested the cytocompatibility of the resulting dECM for human
stem cells and the ability to generate organized elec-
tricallyecoupled nascent cardiac tissue with the use of paren-
chymal and vascular cell lines. We believe this study demonstrates
a major step toward the manufacture of perfusable human heart
grafts.1. Methods
1.1. Donor heart harvest
Between May 2010 and June 2013, we harvested 52 human
hearts that were determined by the Spanish National Transplant
Organization (ONT) as not suitable for transplantation. The ONT is
part of the Spanish Ministry of Health and Consumption and is incharge of coordinating the donation, extraction, preservation, dis-
tribution, exchange, and transplantation of organs, tissues, and cells
throughout the Spanish Health Care System.
Approval for all studies was obtained from the relevant inves-
tigation and ethics committees of the Hospital General Uni-
versitario Gregorio Mara~non and from the ONT. The relatives of
each donor were provided an informational brochure stating that
the heart would be used for this investigational purpose.
After approval was obtained and other organs suitable for
transplantation were explanted, we used standard transplantation
protocols to remove the heart. Brieﬂy, a median sternotomy was
performed to expose the mediastinum, the pericardium was
opened, and the great vessels were dissected including the pul-
monary veins. The hearts were maintained in cardioplegia or saline
at 4 C until decellularization was performed within 1e5 days of
harvest.
1.2. Heart decellularization
We used our previously described perfusion decellularization
protocol to remove the cells from the heart while retaining the
dECM [9]. The hearts were perfusedwith 1% sodium dodecyl sulfate
(SDS) in deionized water via antegrade ﬂow through the ascending
aorta; perfusionwas stopped at day 4e8 according to a randomized
table. The hearts were then rinsed extensively with approximately
20 L of phosphate-buffered saline (PBS). To determine the extent of
cell removal and the retention of parenchymal and vascular
structures, we analyzed the structure (gross anatomy), function
(optical coherence tomography [OCT], angiography, vascular
perfusion, echocardiography, endoscopy, and pressure-volume [PV]
analyses), histology (hematoxylin and eosin [H&E], Masson's tri-
chrome, silver staining), and ultrastructure (SEM) of the hearts.
Thirteen hearts were not decellularized and served as cadaveric
controls.
1.3. Structure and function analyses
The characteristics of the chambers and valves of the scaffolds
were assessed by using endoscopy (Pentax CK 1570 bronchoﬁbro-
scope) and transthoracic echocardiography (General Electric Vivid
7 system model). During endoscopy, access via the ascending aorta
was used to visualize the aortic valve, left ventricle, mitral valve and
left atria, whereas pulmonary artery access was used to evaluate
the right ventricle, tricuspid valve, and right atria. During echo-
cardiography, the scaffolds were submerged in deionized water,
which served as an acoustic interface.We obtained images from the
epicardium with a broadband 14 MHz transducer.
The anatomical aspects of the decellularized cardiac vessels
were assessed by using coronary angiography. The procedure was
performed via the left and right coronary arteries. OCT of the left
anterior descending artery (LAD) was performed with an interface
unit (C-7 System, LightLab Imaging Inc., Westford, MA, USA). A 2.7-
French catheter was delivered over a conventional (0.014-inch)
coronary guidewire. An imaging runwas performed from the distal
to the proximal LAD using an automated pullback at 20.0 mm/s and,
the OCT images were taken at 100 frames/second.
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were determined by bubble contrast echocardiography and blood
infusion. A single coronary infusion of bubble contrast (20 ml) into
the catheterized left main coronary artery was used to visualize the
integrity of the microvasculature. Then, infusion of human pe-
ripheral blood was used to assess the integrity of the epicardial
conduit vessels and the retention of microvascular perfusate in the
depths of the matrix.
Finally, gross anatomy was evaluated visually in sagittal heart
sections before histological analysis.
1.4. Histology and ultrastructural analysis
To evaluate the structural integrity of the scaffolds and docu-
ment the removal of cells, we examined the decellularized hearts
by using light optical microscopy, scanning and transmission
electron microscopy, and laser-scanning confocal microscopy.
Samples from decellularized and non-decellularized hearts
were ﬁxed with 10% formalin and embedded in parafﬁn. We ob-
tained 10-um sections of epicardial fat, atria, ventricles, intraven-
tricular septum, great vessels, coronary arteries, and valves and
stained them with H&E, Masson's trichrome, or silver solution. To
evaluate the dECM integrity and composition, we stained the
samples with antibodies (Roche Diagnostics) against collagen I and
IV and elastin. The sections were imaged using Leica DMD 108
optical microscopy.
For the ultrastructural analysis, samples from decellularized and
non-decellularized hearts were ﬁxed in 2.5% glutaraldehyde in
0.1 M phosphate buffer for 24 h at room temperature. For scanning
electron microscopy (SEM), the samples were post-ﬁxed with
osmium tetroxide, dehydrated with increasing ethanol concentra-
tions, dried in a critical-point dryer, and sputter-coated with gold.
The samples were visualized using a JEOL JSM-T300 SEM. For
transmission electron microscopy (TEM), solid tissue was cut into
1 mm3 blocks, post-ﬁxed with osmium tetroxide, and stained en
bloc with uranyl acetate followed by lead citrate, dehydrated with
increasing concentrations of ethanol, and embedded in resin. The
blocks were positioned in the ultramicrotome and mechanically
trimmed using a glass knife. Semi-thin sections obtained were
stained with methylene blue and viewed on bright-ﬁeld micro-
scopy. Ultra-thin (~80 nm) sections were evaluated on a JEOL 100
SX microscope. Finally, to further evaluate cell removal, we ob-
tained images of DAPI-stained decellularized samples by laser-
scanning confocal microscopy with an Ultra-spectral Leica TCS-
SP2-AOBS inverted epiﬂuorescence microscope.
To document removal of nuclear components, we quanitifed the
DNA yield from cadaveric tissue and the dECM. DNA was puriﬁed,
from 25 to 50 mg of cadaveric or decellularized tissues by using a
commercial kit (High Pure PCR Template Preparation Kit, Roche
Diagnostics). The DNA concentration was estimated by measuring
the absorbance at 260 nm with a spectrophotometer (Nano-
photometer Pearl, IMPLEN).
1.5. Passive mechanical properties
The passive PV relationship of the left and right ventricle was
measured in 8 human hearts before and after decellularization.
Non-compliant polyethylene balloons were inserted across the
aortic or pulmonary valves and hermetically attached to a 5-French
intravascular sheath. The mitral and tricuspid leaﬂets were sutured
in a fully closed position. A 5-French high-ﬁdelity micromanometer
(Millar-Instruments) was placed inside the balloon and connected
to a 3-port manifold. Pressure and volume were modiﬁed by
aspiration, followed by slow injection of isotonic salinewith the use
of 60-ml syringes attached to themanifold. The hearts and scaffoldswere suspended from a ringstand and immersed in a temperature-
controlled saline bath at 36 C. To obtain transmural chamber
pressure, we placed a secondmicromanometer catheter in the bath
after balancing, at the same depth as the intraventricular sensor.
The pressure data were digitally acquired continuously at 1000 Hz,
whereas the injected volume was recorded at 1-ml intervals as the
saline was injected from the syringe to a peak pressure of
30 mmHg. The ﬁnal intraballoon volume was considered the total
volume infused. Measurements for the right and left ventricles
were obtained separately while the contralateral ventricle was
empty. At the end of the experiments, a constant value of zero
transmural pressure inside each bag was certiﬁed for the range of
volumes explored.
Exponential ﬁttingwas applied to the PV relationship analysis as
follows:
P ¼ aþ becðVV0Þ
In this equation, a is the pressure asymptote, b and c are char-
acteristic material coefﬁcients, and V0 is the equilibrium volume.
The major shortcoming of this approach is that chamber stiffness
(dP/dV) is a function of volume and, therefore, a function of
ventricle size; thus, it is not simply a material property. To over-
come this, we calculated the slope of the ﬁtted curve at the equi-
librium volume as a stiffness parameter to compare between
samples.1.6. Cytocompatibility
1.6.1. Recellularization of dECM in vitro
To test the cytocompatibility of the perfusion-decellularized
whole human heart dECM, we labeled human c-Kit þ cardiac
progenitor cells (hCPCs) (donated by Coretherapix, Madrid, Spain),
human bone marrowederived mesenchymal stem cells (hMSCs)
(donated by Cell Production Unit, IiSGM, Madrid, Spain), human
umbilical-vein endothelial cells (HUVECs) (ATCC, United Kingdom),
H9c2 rat cardiomyocytes (ATCC, United Kingdom), and HL-1 car-
diomyocytes (donated by Dr. William C. Claycomb, Louisiana State
University Medical Center, New Orleans, USA) with 5 uM DiI and
DAPI and cultured them on slices of decellularized human left
ventricle for up to 21 days. We seeded cells at 3 densities (5  104,
10  104, and 30  104 cells) in 20 ml of culture medium (DMEM)
supplemented with 10% fetal bovine serum onto the decellularized
tissue. After a 2-h incubation at 37 C in 5% CO2, we added 1e2ml of
medium and increased the volume after 24 h to cover the dECM.
The mediumwas changed every 2e3 days up to 21 days. Histologic
sections were evaluated at 1, 5, and 21 days.1.6.2. Cardiac gene expression proﬁling
The effect of human ventricular dECM on the differentiation of
hCPCs and hMSCs into cardiomyocyte-like cells was analyzed and
compared in parallel to cell differentiation in conventional 2D
cultures. The hCPCs were obtained from human cardiac biopsy
specimens as previously described [10]. Bone marrow samples
were obtained from iliac crest aspirates of healthy individuals,
and hMSCs were isolated, puriﬁed, and expanded according to
standard protocols [11]. For QRT-PCR analysis, cDNA ﬁrst strands
were synthesized from 1 mg total RNA with the High Capacity
cDNA Reverse Transcription Kit (Applied Biosystems). Genes of
interest were measured by quantitative RT-PCR using Power SYBR
Green reagents (Applied Biosystems). The cycle conditions were
95 C for 10 min, followed by 40 cycles of 95 C for 15 s and 60 C
for 1 min. The quantiﬁed values were normalized to the expres-
sion of GusB.
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Electrical coupling between cells reseeded in the dECM was
assessed by calcium transient imaging. Cells on dECMwere stained
by immersion in Claycomb culture medium containing rhod-2 AM
(Ca2þ sensitive probe, TEFLabs, Inc, Austin, TX. USA) dissolved in
DMSO (1 mM stock solution; 3.3 ml per ml in culture medium) and
Probenecid (TEFLabs, Inc, Austin, TX, USA) for 30 min under incu-
bation conditions. After the dye incubation, the culture medium
was changed to freshmodiﬁed Krebs solution at 36.5 C (containing
in mM: NaCl, 120; NaHCO3, 25; CaCl2, 1.8; KCl, 5.4; MgCl2, 1;
glucose, 5.5; H2O4PNaH2O, 1.2). To excite rhod-2 AM, we illumi-
nated dECM plus cells with a ﬁltered green LED light source: LED:
CBT-90-G (peak power output 58 W; peak wavelength 524 nm;
Luminus Devices, Billerica, USA) with a plano-convex lens (LA1951;
focal length ¼ 25.4 mm; Thorlabs, New Jersey, USA) and a green
excitation ﬁlter (D540/25X; Chroma Technology, Bellows Falls,
USA). Two such light sources were used to achieve a homogeneous
illumination. Fluorescence was recorded with an electron-
multiplying charge-coupled device (EMCCD; Evolve-128:
128128, 2424 mm-square pixels, 16 bit; Photometrics, Tucson,
AZ, USA) with a custom emission ﬁlter (ET585/50-800/200M;
Chroma Technology) suitable for rhod-2AM emission placed in
front of a high-speed camera lens (DO-2595; Navitar Inc., Roches-
ter, USA). Cell constructs were stimulated at 1 Hz by using a bipolar
pulse of 2 ms. Custom software written in MATLAB (MathWorks)
was used to estimate activation times and to construct propagation
maps.
To verify electrical coupling, cells on dECM were ﬁxed with PBS
with 4% paraformaldehyde (PFA), parafﬁn embedded, sectioned
(4e5 mm), and permeabilized with 0.25% Triton X-100. After
blocking with PBS containing 1% BSA, the sections were incubated
with a primary antibody (1:75 dilution; Sigma Aldrich) against
connexin-43 for 30 min at room temperature and rinsed with PBS.
Secondary antibody labeling was performed for 30 min with spe-
ciﬁc FITC-labeled antibody (1:100 dilution; Bethyl). The nuclei were
visualized by DAPI staining (Sigma Aldrich). The immunolabeled
recellularized dECM was mounted with Fluorescence Mounting
Medium (Dako) and observed on a Leica DM3000 microscope
(Leica Microsystems).
2. Results
2.1. Structural integrity and removal of cells
The characteristics of the donor, the donor and decellularized
hearts, and the decellularization process are shown. Cadaveric
hearts could be stored up to 5 days at 4 C in saline before decel-
lularization with no obvious deleterious effect on the ﬁnal matrix.
Hearts weighing from 250 to 700 g could be decellularized over 4
days; increasing the decellularization period to 8 days provided no
obvious beneﬁt, even in large hearts. Decellularization began in the
thinnest regions (ie, great vessels and auricles) and proceeded
through the intermediate regions (ie, right ventricle, valves) to the
thickest areas (ie, left ventricle, interventricular septum). During
this process, therewas a visible loss of color in the great vessels and
muscular areas, resulting in a translucent scaffold by 4 days that
retained the gross shape of the heart (Fig. 1A,B) and approximately
85% of the original mass.
To evaluate the decellularized heart in situ before dissection,
we used several clinical imaging techniques. Endoscopy
(Fig. 1CeF and Video 1) showed integrity of the valves, all 4
chambers, the papillary muscles, and even ﬁne structures such as
the chordae tendineae and valve leaﬂets. On histologic study, we
identiﬁed the brown color visualized in some regions as lip-
ofuscin deposits. Echocardiography and endoscopy (Fig. 1GeI andVideos 1e3) demonstrated the patency of the aortic and pulmo-
nary valves, showed the competency of cardiac valves, and
demonstrated retention of the normal circumferential alignment
of myocardial ﬁbers throughout the ventricular wall after
decellularization.
Supplementary data related to this article can be found online at
http://dx.doi.org/10.1016/j.biomaterials.2015.04.056.
Grossly, after dissection, the decellularized hearts appeared
lighter in color than the cadaveric control hearts, but we could not
determine whether they were acellular simply by visual inspection
(Fig. 1J,K). Macroscopically, the scaffold retained both the gross and
ﬁne structures (eg, valves, chordae) of the cadaveric heart, as was
previously indicated by endoscopy.
On histologic evaluation, when compared to cadaveric hearts
(Fig. 2AeC), the chambers and great vessels of the decellularized
hearts showed a complete loss of cellular components including
nuclei and cytoplasmic components as illustrated on represen-
tative images of the ascending aorta, intraventricular septum,
pulmonary valve, tricuspid valve, coronary arteries or left atrium
(Fig. 2DeI). Nuclear material was not visible in H&E-stained
tissue sections, and residual DNA content in the dECM was less
than 5%, with <50 ng dsDNA per mg dECM weight and <200 bp
DNA fragment length (Fig. 2J); these results indicate that our
approach met the established criteria of decellularization [12].
Masson's trichrome, silver staining, and immunostaining of the
decellularized scaffold indicated that both the structural and
basement membrane components of the extracellular matrix
(collagen, ﬁbronectin, and laminin) were retained (Fig. 3AeC)
similar to those in the native heart. Moreover, scanning and
transmission electron microscopy conﬁrmed the absence of
cellular components and the retention of matrix ﬁber orientation
throughout the heart compared with control cadaveric hearts
(Fig. 3DeF).
To evaluate the functional integrity of the dECM, we conducted
PV measurements (Fig. 3G). Pre- and post-decellularization passive
PV curves showed a characteristic exponential shape. As expected
after decellularization [9], compliance decreased in both the left
and right ventricles (pre- and post-decellularization dP/dV for the
left ventricle: 0.84 [95% CI: 0.55e1.13] versus 0.12 [0e0.41] mmHg/
ml, respectively, P < 0.001; right ventricle: 0.27 [0.14e0.4] versus
0.12 [0e0.25] mmHg/ml, P < 0.01). However, the stiffness of the left
ventricle did not differ signiﬁcantly from that of the right ventricle
(p ¼ 0.7), except at higher volumes where the left ventricle was
stiffer. Therefore, the higher stiffness of the left ventricle at the
equilibrium volume is due to differences in the cellular component
and not in the extracellular scaffold.2.2. Vascular integrity
Conventional coronary angiography (Fig. 4A and Video 4) and
echocardiography after contrast perfusion (Fig. 4B and Video 5)
showed that the decellularization protocol preserved the func-
tionality of the epicardial and myocardial vascular beds. OCT
demonstrated the preservation of the LAD arterial layers (Fig. 4C
and Video 6). Finally, perfusion of human blood into the left main
coronary artery and visualization of epicardial ﬂow showed the
intravascular retention of blood (Fig. 2D,E and Video 7). On histo-
logic examination of decellularized scaffolds, we could visualize
both large and small-diameter vascular conduits in H&E and
trichrome-stained images, with complete loss of cellular compo-
nents compared to cadaveric controls (Fig. 4FeH).
Supplementary data related to this article can be found online at
http://dx.doi.org/10.1016/j.biomaterials.2015.04.056.
Fig. 1. Structural integrity of the decellularized scaffold The gross shape of the original heat (Panel A) is retained after 96 h of decellularization (Panel B). Endoscopy of the
decellularized heart matrix showing integrity of the aortic valve (Panel C), left ventricle chamber with papillary muscle matrix and chordae tendineae (Panel D), pulmonary valve
(Panel E), and right ventricle chamber trabeculae (Panel F). Echocardiography (Panels G to I) demonstrating integrity of the pulmonary valve (PV), aortic valve (AOV), mitral valve
(MV), left atrium (LA), left ventricle (LV), interventricular septum (IVS), and right ventricle (RV) and retention of normal circumferential myocardial ﬁber disposition. Macroscopic 3-
dimensional anatomy of a whole non-decellularized control heart (Panel J) and a whole decellularized heart matrix (Panel K) opened in a sagittal or longitudinal horizontal plane
showing the left ventricle (LV) and right ventricle (RV) separated by the interventricular septum (IVS) and both atrioventricular valves (mitral valve [MV] and tricuspid valve [TV]).
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2.3.1. Cell alignment and distribution
hMSCs and hCPCs were used to evaluate the ability of the dECM
to drive cell commitment and differentiation in vitro; HUVECs and
the cardiomyocyte cell lines H9c2 and HL1 were used to evaluate
the mature cell response to dECM (Fig. 5).
At 24 h, DiI-labeled hMSCs or hCPCs were rounded and had
dispersed over the surface of the matrix, appearing to be primarily
on top of the cardiac dECM. By 48 h, the hMSCs had enlarged and
begun to inﬁltrate the matrix slice. At 21 days, Masson's trichrome
staining showed that hMSCs had inﬁltrated into the matrix with
evidence of enlargement but incomplete cell alignment. In contrast,
hCPCs rarely inﬁltrated the matrix and showed no evidence of
changes in cell appearance or alignment. Initially, HUVECs were
found on the surface of the matrix but did not appear to adhere
strongly. Instead, they migrated over time to localize primarilywithin large-diameter cardiac vessels in the matrix milieu and on
the endocardial surface of the dECM; a few were found in small-
diameter vessels within the slices. The cardiomyocyte H9c2 and
HL1 cells attached to the matrix on day 1, began to align, and over
time organized and elongated. By day 21, they were organized into
what appeared to be muscle islands surrounded by matrix. Their
organization resembled muscle bundles on cross-section and
muscle ﬁbers on longitudinal sections (Fig. 5S, T, Y,Z). The only stem
or progenitor cell types that showed a similar propensity were the
hMSCs, which began to organize by day 21.2.3.2. Cell differentiation
To test the hypothesis that cardiac dECM could drive stem/
progenitor cell differentiation, we grew hMSCs (data not shown)
and c-kit þ hCPCs on slices of left and right ventricular dECM or
gelatin for 21 days. Then, we performed qRT-PCR for cardiac tran-
scription factors and myocyte markers (cardiac beta myosin heavy
Fig. 2. Histologic and DNA analyses demonstrating cell removal Hematoxylin and eosinestained sections (20) showing non-decellularized samples of an ascending aorta (Panel
A), interventricular septum (Panel B), and pulmonary valve (Panel C) compared with decellularized ascending aorta (Panel D), interventricular septum (Panel E), pulmonary valve
(Panel F), tricuspid valve (Panel G), left descending coronary artery (Panel H), left atrium (Panel I) samples. DNA quantiﬁcation (Panel J) for control (purple color) and decellularized
(blue color) samples: left atria (LA), mitral valve (MV), right atria (RA), tricuspid valve (TV), left ventricle (LV), right ventricle (RV), right interventricular septum (ReIVS), left
interventricular septum (L-IVS), pulmonary valve (PM), pulmonary artery (PA), coronary artery (COR), vena cava (CAV), and ascending aorta (AOR). The quantiﬁcation of DNA
content was for control and decellularized hearts as follows (mean ± standard deviation): 413 ± 262 vs 34 ± 29, p < 0.001.
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Growing hCPCs on both right and left ventricular dECM promoted
upregulation of Nkx2.5, TnnT and bMHC compared to growth on
gelatin. Cardiac gene expression increased to a greater degree in
cells grown on left rather than right ventricular dECM (Fig. 6A).2.3.3. Cell activity
To evaluate the electromechanical functional activity of both
stem/progenitor cells and cardiomyocytes exposed to dECM, we
cultured hCPCs, MSCs, H9c2 cells, and HL-1 cardiomyocytes on left
ventricular dECM or gelatin for 21 days. Then, we performed optical
mapping to evaluate Ca2þ signaling and wave propagation. HL-1
cells, which had appeared to organize into muscle-like ﬁbers in
dECM, expressed connexin 43 in vitro (Fig. 6B,C). These cells could
propagate action potentials and showed intracellular calcium
transients in response to electrical pacing (Fig. 6D,E and Video 8). In
contrast, hCPCs and hMSCs, which had failed to organize on the
matrix, did not generate intracellular calcium transients orpropagate an electrical signal.
Supplementary data related to this article can be found online at
http://dx.doi.org/10.1016/j.biomaterials.2015.04.056.3. Discussion
The ability to engineer a complex organ such as the heart has
been limited by the challenges involved in generating a thick vas-
cularizable, scaffold that supports cardiomyocyte survival and
maturation in 3-D and that replicates native organ function. In the
present study, we have taken the ﬁrst step toward the manufacture
of a human heart graft. Speciﬁcally, we have applied perfusion
decellularization for the ﬁrst time to a complex human organdthe
heartdto yield a structurally intact cytocompatibility dECM with
preserved gross and ﬁne structures and ECM, anisotropic cardiac
mechanical properties, patent macro and microvasculature, and
competent valves.
We have previously developed a process for chemically
Fig. 3. Ultrastructure and mechanical analyses demonstrating retention of structure/function Masson's trichrome (Panel A), silver solution (Panel B), and collagen IV immuno-
staining (Panel C) of the dECM indicated retention of structural and basement membrane components (collagen, ﬁbronectin, and laminin). Scanning electron micrographs of the
interventricular septum showed the presence of myoﬁbers (2,000) in a non-decellularized control sample (Panel D) and the preservation of collagen and elastin ﬁbers (2,500)
with the removal of cells throughout the tissue (Panel E) in a decellularized sample. Transmission electron micrograph (Panel F) of a decellularized interventricular septum sample,
conﬁrming the absence of cellular components and the retention of collagen and elastin ﬁbers (25,000). Average ﬁtting curve of pressure volume data from left (Panel G[A]) and
right (Panel G[B]) ventricles before (red curves) and after (blue curves) decellularization. Values are depicted as mean (solid line) ± standard error of the mean (light ribbon).
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extended to other organs, including liver, lung and kidney [13,14].
These scaffolds improve upon traditional tissue-engineering
products by retaining 3-D organ macro and microstructure and
an intact (although decellularized) vascular tree through which
cells can be delivered and the nascent organ fed. Furthermore, this
matrix appears to self-assemble seeded cells to yield constructs
capable of organ function [13,14].
Macchiarini and colleagues [15] used decellularization to
generate a human trachea matrixda simple tubedthat was repo-
pulated with human cells and successfully transplanted in a cancer
patient who had no other therapeutic alternative. This ﬁrst-in-
human use of a recellularized matrix demonstrated the feasibility
of this process for simple tubular structures and laid the foundation
for applying this process to more complex organs.
The native ECM plays a pivotal role in organ structure and
function bymediating physical, molecular and chemical signals and
spatial organization. The cardiac ECM comprises primarily multiplecollagen isoforms, elastin, laminin, ﬁbronection, glycosaminogly-
cans, and a variety of growth factors. These molecules are arranged
in a unique, tissue-speciﬁc, 3-D ultrastructure and are ideally
organized within the tissue or organ from which the extracellular
matrix is harvested. For example, ECM from the lung may be the
preferred, or even necessary, substrate for respiratory epithelial
cells [16]. The structure and composition of the ECM is constantly
changing in response to the metabolic activity of the resident cell
population, the mechanical demands of the tissue, and the pre-
vailing conditions of themicroenvironmental niche. This concept of
“dynamic reciprocity” between the ECM and the resident cell
populations strongly suggests that human ECM may have signiﬁ-
cant advantages over xenogenic matrices or synthetic materials
and emphasizes the importance of maintaining the native
composition and ultrastructure during the preparation of 3-D
scaffolds [17]. In this study, we showed that human dECM could
support cardiac stem and progenitor cell growth in vitro and could
organize mature parenchymal and vascular cells into appropriate
Fig. 4. Vascular studies of the decellularized heart matrix Coronary angiography (Panel A) of the decellularized matrix showing preserved epicardial and myocardial vascular bed.
Epicardial echocardiography (Panel B) showing integrity of left anterior descending artery (LAD), diagonal and septal branches. Optical coherence tomography (OCT) of the LAD
(Panel C) showing preserved artery layers. Perfusion of the left coronary artery (Panels D and E) with human blood visualizing epicardial ﬂow and blood perfusion of the left anterior
wall. Hematoxylin and eosinestained sections (20) showing a non-decellularized sample of an intramyocardial microvascular artery (Panel F) compared with a decellularized
sample (Panels G). Small-diameter decellularized arterial and venal conduits (Panel H) as seen with Masson's trichrome stain (20).
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matrix coalesced over time into nascent cardiac muscle ﬁbers that
were electrically andmechanically coupled but did not distribute in
the vasculature, whereas endothelial cells were found lining the
vascular conduits but were not randomly distributed in the pa-
renchyma. The pivotal role of the ECM was also shown in the effect
of the left versus right ventricular human dECM matrix on human
adult stem cell differentiation after 21 days in culture. Although
hCPCs seeded on either ventricular substrate demonstrated an
enhanced expression of several cardiac markers including bMHC,
MEF2C, Nkx2.5 and TnnT, higher gene expression was seen when
hCPCs were cultured on left compared to the right ventricle. Dif-
ferences in mechanical strength, composition, growth factor dis-
tribution, or 3D ventricular architecture between the ventricular
dECM may play a role in these disparate ﬁndings [18].
The choice of cell type for cardiac tissue recellularization is
important. The best candidate cells are those that can easily and
reproducibly be isolated, expanded in vitro, seeded onto/into
decellularized scaffolds, induced to differentiate into appropriate
lineage cells, and survive to functional maturity. To the best of our
knowledge, this study is the longest and broadest analysis of
different stem cells or cardiomyocytes after human dECM tissue
recellularization. Although human liver and lung scaffolds seeded
with induced pluripotent stem cells have been transplanted
[19,20], the focus of those studies was short-term functionality, and
no cell type comparisons were reported. Likewise, when humanMSCs, CPCs or HUVECs were studied on dECM decellularized
myocardium, decellularized pericardum, or decellularized valve,
only single cell types were evaluated [21e23]. Based on our current
ﬁndings, localized, regional, and organ speciﬁc cues may be present
in dECM. Thus, our human dECM model may be a useful tool in
studies of cellematrix interactions to help determine the
biochemical cues that regulate the properties of primitive cardiac
cells and guide cardiac tissue regeneration.
Recently, it has been shown that increasing mechanical strain
can alter stem cell lineage commitment and maturation [24,25]. To
our knowledge, the passive mechanical properties of whole human
heart ECM have not been reported. The ﬁrst study to provide insight
into the relationship between the ECM structure and mechanical
properties of the myocardium was performed by using isolated
arrested rat hearts perfused with collagenase in which medium-
sized collagen ﬁbers were damaged [26]. These experiments
showed that collagen determines the load conﬁguration of the left
ventricle but does not affect passive ventricular stiffness. Similar
results were described in studies of the effect of the removal of the
visceral pericardium on the PV relationship in resting pig hearts
[27]. However, neither of these studies accounted for whole heart
ECM and its interactions but instead extrapolated from measuring
the properties of a small extent of the contribution of collagen
network. Moreover, other than in our original manuscript [9] and
our follow-up studies [28], right ventricular data have not been
reported. In the present study, we demonstrate the feasibility of
Fig. 5. Cytocompatibility of decellularized matrices: cell alignment and distribution Images of the following cell cultures: human bone marrowederived mesenchymal cells (Panel
A), human cardiac progenitor cells (Panel B), human umbilical vein endothelial cells (Panel C), H9c2 cells (Panel D), and HL-1 cells (Panel E). Cells stained with DiI (red) and DAPI
(blue) seeded on top of a decellularized section of human left ventricular tissue assessed via laser-scanning confocal microscopy at 5 days (Panels F to J) and at 21 days (Panels K to
O). Masson's trichrome staining at 21 days showing collagen (blue) ﬁbers on a decellularized left ventricle patch as well as distribution of cells: bone marrowederived mesenchymal
cells inﬁltrating in the matrix with evidence of enlargement but uncompleted cell alignment (Panel P and U); human cardiac progenitor cells on the surface of the patch and rarely
inﬁltrating in the matrix with no evidence of changes in cell appearance (Panels Q and V); human endothelial cells localized primarily within large-diameter cardiac vessels (Panels
R and W); and H9c2 and HL1 cells attached to the matrix and adopting the anatomical alignment of human cardiomyocytes (Panels S, Y and T, Z respectively).
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before and after decellularization. Remarkably, passive mechanical
data from our experiments are similar to end-diastolic measure-
ments reported in the literature obtained from studies conducted
in vivo in beating hearts during complex acute preload in-
terventions [29]. Because the 3-D organ architecture is preserved,
we believe that our methodology accounts for the relative contri-
bution of intra and extracellular compartments on global chamber
properties. Interestingly, our ﬁndings show that the left and right
ventricle matrices have a similar stiffness. Further studies before
and after decellularization and recellularization are needed to
identify the role of cells in this assessment. Nevertheless, our data
suggest that speciﬁc assessment of PV data can provide valuable
insight into whole heart cardiac mechanics.
Finally, previous studies on synthetic scaffolds and acellular
ECMs have demonstrated that seeded cardiomyocytes contract as a
response to electrical stimulation [9,30,31]. Here, we show for the
ﬁrst time that HL-1 cardiomyocytes seeded onto human ECM
exhibit calcium dynamics and impulse propagation, which suggestthat they form functional intercellular connections. Although the
conduction velocity was lower than that seen in the human native
myocardium, electromechanical stimulation of seeded cardiac
patches may allow for increased conduction velocities and more
mature calcium dynamics [30].
4. Conclusions
Our data demonstrate that decellularization of cadaveric whole
human hearts is feasible. dECM provides a cytocompatible scaffold
with intract 3-Dimensional architecture and a preserved vascular
network that can promote cardiocyte gene expression in stem cells
and organize existing cardiomyocytes into nascent muscle showing
electrical coupling.
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